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RESUMEN 
El uso de biosurfactantes en biorremediación facilita y acelera la degradación 
microbiana de hidrocarburos. El método del agar CTAB/MB creado por Siegmund y 
Wagner para el screening de cepas productoras de ramnolípidos (RL), ha sido 
ampliamente utilizado sin sufrir mejoras significativas en más de 20 años. 
Con el fin de optimizar la técnica como método cuantitativo, se hicieron placas con 
agar CTAB/MB y se probaron diferentes variables, tales como tiempo de incubación, 
refrigeración, concentración de CTAB, presencia de azul de metileno, diámetro de los 
pozos y volumen del inóculo. Adicionalmente, se desarrolló un nuevo método para 
detectar el RL de los halos mediante precipitación con HCl, lo cual permite la 
observación de un nuevo patrón de halos más fáciles de observar y medir. 
Este trabajo reafirma que este método no es del todo apropiado para un análisis 
cuantitativo fino, debido a la dificultad de correlacionar de forma precisa la 
concentración de RL y el área de los halos formados. La difusión del RL no parece 
tener un comportamiento simple y existen numerosos factores que afectan la velocidad 
de migración del RL. A pesar de todo, aún es muy útil para una pre-selección semi-
cuantitativa de cepas productoras de RL; si bien no es posible determinar exactamente 
cuánto RL se ha producido, aún es posible diferenciar cepas con productividad 
significativamente diferentes bajo condiciones similares. La aplicación de este método 
y su modificación permitió reducir el número candidatos de 2517 cepas potenciales a 
tan solo 3 cepas superproductoras (0.12%).  
Palabras clave: Bromuro de Cetiltrimetilamonio (CTAB), azul de metileno, Pseudomonas, 
screening, ramnolípidos, biosurfactantes 
 
XIII 
 
ABSTRACT 
Use of biosurfactants in bioremediation, facilitates and accelerates microbial 
degradation of hydrocarbons. CTAB/MB agar method created by Siegmund & Wagner 
for screening of rhamnolipids (RL) producing strains, has been widely used but has not 
improved significantly for more than 20 years. 
With the purpose of optimize the technique as a quantitative method, CTAB/MB 
agar plates were made and different variables were tested, like incubation time, cooling, 
CTAB concentration, methylene blue presence, wells diameter and inoculums volume. 
Furthermore, a new method for RL detection within halos was developed: precipitation 
of RL with HCl, allows the formation a new halos pattern, easier to observe and to 
measure. 
 This work reaffirm that this method is not totally suitable for a fine quantitative 
analysis, because of the difficulty to accurately correlate RL concentration and the area 
of the halos. RL diffusion doesn’t seem to have a simple behavior and there are a lot of 
factors that affect RL migration rate. Regardless, it’s still very useful for semi-
quantitative pre-selection of RL-producing strains; although it’s not possible to 
determine exactly how much RL has been produced, it’s still achievable to distinguish 
strains with significantly different productivity under same conditions. The use of this 
method and its modification allowed decreasing the number of candidates from 2517 
potential strains to just 3 overproducing strains (0.12%):  
Keyword: Cetyltrimethylammonium Bromide (CTAB), methylene blue, Pseudomonas, 
screening, rhamnolipids, biosurfactants 
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I. INTRODUCCIÓN 
 
La contaminación con hidrocarburos representa un serio riesgo para el 
medioambiente y una amenaza real a la salud pública. Ante este problema surge la 
biorremediación como alternativa de solución. La degradación biológica, no obstante, 
es usualmente más lenta que el tratamiento químico y físico; una forma de acelerar 
este proceso es el uso de biosurfactantes biodegradables; ya que intensifican la 
emulsificación de hidrocarburos, lo que permite su solubilidad e incrementa su 
biodisponibilidad para la degradación microbiana. 
Desde hace décadas se han ido desarrollando numerosas técnicas para identificar 
cepas productoras de biosurfactantes. En particular, Siegmund y Wagner (1991) 
desarrollaron una técnica de screening para cepas productoras de ramnolípidos (RL) 
que resultó ser bastante eficiente y ventajosa respecto a técnicas anteriores. Ellos 
utilizaron agar mineral con cetiltrimetilamonio bromuro (CTAB) y azul de metileno (MB) 
para detectar la producción de RL gracias a la formación de unos halos de color azul. 
Esta técnica, sin embago, presenta una seria limitante: hay evidencia que la técnica no 
es apropiada para realizar análisis cuantitativos precisos, requisito necesario para una 
buena técnica de screening; no obstante, el método ha sido ampliamente utilizado sin 
sufrir mejoras significativas por más de 20 años. 
Es por tal motivo que en el presente trabajo se considera que la técnica de 
screening desarrollada por Siegmund y Wagner aún posee un gran potencial por 
explotar y presenta numerosos aspectos susceptibles de ser mejorados y optimizados. 
Si se lograse establecer las condiciones en las que sea posible correlacionar 
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matemáticamente el área de los halos formados con la concentración de ramnolípidos, 
la técnica podría ajustarse para ser utilizada efectivamente como método cuantitativo 
en la selección de cepas superproductoras de ramnolípidos. Una buena técnica 
cuantitativa facilita el trabajo de screening y permite acelerar la selección e 
identificación de cepas superproductoras con potencial biotecnológico. 
La importancia de este trabajo radica en que la optimización de esta técnica 
permitiría la mejor selección de cepas superproductoras de biosurfactantes de una 
manera sencilla y rápida. La selección de una buena cepa productora contribuiría en 
incremento de la productividad de los ramnolípidos, lo que permitiría la creación y 
desarrollo de una industria antes inexistente debido a limitaciones económicas 
causadas por una baja productividad. Con una mayor producción, los ramnolípidos 
finalmente podrían ser ampliamente usados en numerosas industrias y particularmente 
en la biorremediación de suelos y aguas contaminadas con hidrocarburos u otros 
compuestos hidrofóbicos.  
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II. MARCO TEÓRICO-CONCEPTUAL 
 
2.1. Contaminación por hidrocarburos en el Perú 
La economía del Perú se ha basado tradicionalmente en la explotación, 
procesamiento y exportación de recursos naturales. Sólo el sector Minería e 
Hidrocarburos representó más del 94% del valor de las exportaciones de productos 
tradicionales y casi el 70% del valor total de las exportaciones en el II trimestre del 
2013, siendo uno de los sectores más importantes para la balanza comercial del Perú 
(BCRP, 2013). No obstante su importancia económica, estas actividades generan los 
peores casos de contaminación de suelos y aguas, lo que constituye una amenaza real 
a la salud pública y el medio ambiente. 
En el Perú se vienen registrando derrames de petróleo desde 1978, y todos los 
años se reportan más casos de contaminación de suelos y aguas, incluidas las zonas 
cercanas a los pozos petroleros, refinerías, puntos de comercialización y vías de 
transporte, debido a un manejo inadecuado del petróleo y sus derivados. Sólo por 
mencionar los más recientes e importantes: Torata (Enero 26, 2008), Tumbes (Enero 
30, 2008), Plazapampa (Setiembre 11, 2008), Río Amazonas-Barrio Florido (Enero 10, 
2009), Talara (Febrero 28, 2009), Pucallpa (Marzo 3, 2009), Río Itaya-Maynas 
(Setiembre, 2009), Río Corrientes (2009), Cabo Blanco y Peña Negra (Febrero 07, 
2010), San Andres-Paracas (Marzo 1, 2010), La Tortuga-Talara (Abril 6, 2010), Río 
Pabellón (Mayo, 2010), Río Marañon-Tiwinza (Junio 19, 2010), Río Marañon-
Saramurillo (Diciembre, 2011), Lobitos-Piura (Julio 4, 2013) Río Utcubamba-Bagua 
(Septiembre 21, 2013) (Mundo Azul, 2012; El Comercio, 2013); sin olvidar mencionar el 
accidente del Deepwater Horizon (Abril 20-22, 2010) que provocó un derrame de 
4 
 
petróleo incontrolado en el golfo de México que causó enormes daños de complicada y 
lenta reparación. 
En el suelo, los hidrocarburos impiden el intercambio gaseoso con la atmósfera, 
iniciando una serie de procesos físico-químicos simultáneos que dependiendo de 
diversos factores pueden ser procesos más o menos lentos lo que ocasiona una mayor 
toxicidad. En el agua, la mancha generada por los hidrocarburos vertidos flota por 
diferencia de densidades impidiendo la entrada de luz y el intercambio gaseoso, dando 
comienzo a la solubilización de compuestos hidrosolubles, afectando a diversos 
organismos. Dicha contaminación ocasiona el deterioro progresivo de la calidad del 
medio ambiente, así como la desaparición de gran cantidad de especies vegetales y 
animales.  
En el Perú existe la Ley General del Ambiente (Ley Nº 28611), la Ley del Sistema 
Nacional de Evaluación de Impacto Ambiental (Ley N° 27446) y el Reglamento para la 
Protección Ambiental en las Actividades de Hidrocarburos (D.S. N° 046-93-EM y D.S. 
N° 015-2006-EM) que exige a las empresas realizar EIAs (estudios de impacto 
ambiental); y en caso de accidentes, obliga la inmediata remediación del daño 
ambiental generado.  
2.2. Biotecnología y biorremediación 
La biotecnología puede entenderse como una ciencia aplicada que aplica los 
conocimientos y técnicas biológicas para el desarrollo de productos o servicios; que 
incluye el uso de organismos vivos o parte de ellos para la producción o 
biotransformación de productos de interés. 
El uso de los microorganismos en la industria para producir diversos compuestos 
es motivado principalmente por factores económicos, debido a que a menudo los 
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procesos biotecnológicos suelen ser menos costosos y ambientalmente más amigables 
que los procesos químicos (Giraldo, 2012). Últimamente el uso de la biorremediación 
se ve incentivado debido al creciente interés de las empresas de optar por soluciones 
“eco-amigables”. Muchas de las estrategias de biorremediación son competitivas en 
términos de costos y el impacto sobre la matriz contaminada (Volke-Sepúlveda & 
Velasco-Trejo, 2003). La biorremediación de suelos contaminados con materiales 
peligrosos es generalmente más efectiva en relación a los procesos físicos y químicos 
convencionales, brindando enfoques mucho más prácticos; adicionalmente, al contrario 
de los tratamientos fisicoquímicos que en ocasiones resultan en una contaminación 
colateral y requieren de tratamientos de descontaminación adicionales, la 
biorremediación ofrece una solución terminal para el problema. Por lo tanto, no es 
sorprendente que en los últimos años la biotecnología ambiental enfocada en los 
procesos de biorremediación haya ganado un amplio reconocimiento e importancia 
entre las alternativas para la limpieza de zonas contaminadas con una amplia variedad 
de residuos peligrosos (Evans & Furlong, 2003). 
Las prácticas de biorremediacion consisten, pues, en el uso de organismos vivos 
como plantas, algas, cianobacterias, hongos, actinomicetos y bacterias (naturales o 
modificadas genéticamente) para neutralizar sustancias toxicas, transformándolas en 
sustancias menos tóxicas o convirtiéndolas en inocuas para el ambiente y la salud 
humana (Benavides, et al., 2006), eliminando por lo tanto futuros problemas y costos. 
La meta final de la biorremediación, es la mineralización del contaminante; es decir, la 
completa degradación de una molécula orgánica hasta compuestos inorgánicos (CO2, 
agua y formas inorgánicas de N, P y S) y componentes celulares. Aunque no todos los 
compuestos orgánicos son susceptibles a la biodegradación, los procesos de 
biorremediación se han usado con éxito para tratar suelos, lodos y sedimentos 
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contaminados con solventes, explosivos, clorofenoles, pesticidas e hidrocarburos 
aromáticos policíclicos (HAPs) (Volke-Sepúlveda & Velasco-Trejo, 2003) 
El uso de consorcios microbianos ha sido una técnica bastante estudiada e 
implementada en muchos casos de contaminación de petróleo en suelos y aguas 
estáticas; no obstante, el tiempo que requieren dichos consorcios para lograr una 
biodegradación efectiva (en términos prácticos) aún resulta una limitante. Una forma de 
acelerar este proceso es mediante la adición de biosurfactantes (Sen, 2010); éstos 
intensifican la emulsificación de hidrocarburos, permitiendo su solubilización e 
incrementando su biodisponibilidad para la degradación microbiana. A diferencia del 
uso de surfactantes químicos para el tratamiento de contaminación por hidrocarburos 
que pueden resultar en una contaminación ambiental colateral debido a los 
subproductos tóxicos no biodegradables, los métodos biológicos son más seguros para 
el ambiente y en ocasiones más eficientes. 
2.3. Biosurfactantes 
Un surfactante es básicamente una molécula anfipática que posee una región 
hidrofóbica y una región hidrofílica, por lo tanto tiene la propiedad de disminuir la 
tensión superficial entre líquidos inmiscibles y el agua, reduciendo la energía requerida 
para la formación de emulsiones y facilitando la solubilización de dichos líquidos 
(Mulligan, 2005). 
Es importante remarcar que la efectividad de todo surfactante está determinada 
por su habilidad de reducir la tensión superficial, la cual es una medida de la energía 
libre de la superficie por unidad de área. La tensión superficial puede correlacionarse 
proporcionalmente con la concentración del surfactante en el medio, hasta que la 
Concentración Micelar Crítica (CMC) es alcanzada. La CMC está definida como la 
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mínima concentración necesaria para la iniciación de la formación de micelas; la cual 
es influencia por el pH, la temperatura y la fuerza iónica del medio. Los buenos 
surfactantes para la industria son aquellos que tienen una baja CMC y por lo tanto es 
necesaria una menor cantidad del surfactante para reducir la tensión superficial. Otras 
de las propiedades típicas y deseables para los diversos surfactante incluyen el poder 
detergente, habilidad humectante y capacidad espumante (Giraldo, 2012). 
Aunque tradicionalmente los surfactante han sido producidos de forma sintética, 
existe una amplia variedad de microorganismos que también son capaces de 
producirlos de forma natural a partir de una gran variedad de sustratos tales como 
azúcares, aceites, hidrocarburos y residuos industriales (Mulligan, 2005); a los 
surfactantes de origen biológico se les denominan biosurfactantes. Los biosurfactantes 
microbianos son en general menos tóxicos y más biodegradables que los surfactantes 
sintéticos y son, incluso, mucho más efectivos, eficientes y seguros en diferentes 
aplicaciones biotecnológicas, industriales y ambientales (Klosowska-Chomiczewska, et 
al., 2011). 
Los biosurfactantes son un grupo bastante diverso de biomoléculas: existe una 
enorme variedad de moléculas producidas por una diversidad (también enorme) de 
organismos (Kapadia Sanket & Yagnik, 2013; Pacwa-Plociniczak, et al., 2011; Bodour, 
et al., 2003). Dependiendo de su estructura molecular pueden ser agrupados en 
glicolípidos, lipopéptidos, fosfolípidos, ácidos grasos, lípidos neutros y compuestos 
poliméricos y particulados. La mayoría de estos surfactantes suelen ser aniónicos o 
neutrales, sólo un pequeño grupo son catiónicos debido a la presencia de grupos 
amino en sus moléculas. (Mulligan & Gibbs, 2004). 
La parte hidrofóbica de los biosurfactantes suele estar basada en ácidos grasos de 
largas cadenas, hidroxiácidos grasos o α-alquil-α-hidroxiácidos grasos. En contraparte 
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la porción hidrofílica de la molécula puede ser un carbohidrato, aminoácido, péptido 
cíclico, fosfato, ácido carboxílico o alcohol (Mulligan & Gibbs, 2004). 
Algunos biosurfactantes son producidos a partir de hidrocarburos como sustratos, 
estando la producción asociada al crecimiento. En estos casos, los microorganismos 
deben emulsificar el sustrato (extracelular) para facilitar su paso a través de la 
membrana. Sin embargo los biosurfactantes también pueden ser producidos a partir de 
carbohidratos, los cuales son muy solubles, de modo que de esta forma los 
biosurfactantes son usualmente metabolitos secundarios producidos durante la parte 
final de la fase logarítmica y/o durante la fase estacionaria (Mulligan & Gibbs, 2004). 
2.3.1. Ramnolípidos 
Los ramnolípidos (RL) son los biosurfactantes glicolípidos más intensamente y 
mejor estudiados. Están compuestos por una (mono-RL) o dos (di-RL) moléculas de 
ramnosa (enlazadas mediante un enlace glicosídico α-1,2) unidas a un grupo aglicano 
(no-glicósido) mediante un enlace O-glicosídico. El grupo 2-OH distal del grupo 
ramnosa permanece generalmente libre, aunque en raros homólogos está acilado con 
largas cadenas de ácidos alcanóicos (Abdel-Mawgoud, et al., 2011). El grupo aglicano 
está compuesto por una o dos (ocasionalmente tres) cadenas β-hidroxi ácido graso, 
generalmente saturados, de una longitud variable entre C8 y C16. Las cadenas de 
ácidos grasos están unidas entre sí por un enlace éster entre el grupo β-hidroxilo de la 
cadena distal con el grupo carboxilo de la cadena proximal. A la fecha se han reportado 
cerca de 60 congéneres y homólogos diferentes de ramnolípidos (Abdel-Mawgoud, et 
al., 2011). 
La producción de glicolípidos con ramnosa fueron descritos por primera vez en 
Pseudomonas aeruginosa por Jarvis y Johnson (1949), siendo esta la principal especie 
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productora de ramnolípidos; no obstante, existen también otras especies que son 
también capaces de producir ramnolípidos, la mayoría pertenecientes al género 
Pseudomonas y Burkholderia, y algunas especies de otros géneros “menos comunes” 
(Toribio, et al., 2010). 
P. aeruginosa sintetiza una mezcla de mono- y di-RLs con residuos hidroacilos de 
entre C8 y C12, siendo los principales ramnolípidos producidos, el L-Rhamnosyl-L-
rhamnosyl-β-hydroxydecanoyl-β-hydroxydecanoate (Rha-Rha-C10-C10) y L-rhamnosyl-
β-hydroxydecanoyl-β-hydroxydecanoate (Rha-C10-C10), denominados RL tipo 1 y tipo 2 
respectivamente (Parra, et al., 1989). También se ha reportado la formación de RLs 
tipo 3 (Rha-C10) y tipo 4 (Rha-Rha-C10) que contienen un ácido β-hidroxidecanóico con 
una o dos unidades de ramnosa respectivamente; derivados metil-éster de RL-1 y RL-
2; y variantes de los ramnolípidos con cadenas de ácidos grasos alternativas (Desai & 
Banat, 1997). La cantidad, proporción y variedad de los diversos ramnolípidos de la 
mezcla producida por una bacteria dependerá del metabolismo y genoma de la especie 
y cepa en particular, de las condiciones de cultivo y de la fuente de carbono utilizada 
(Monteiro, et al., 2007; Santos, et al., 2002).  
               
             
Figura 1. Estructura del Ramnolípido tipo 1, 2, 3 y 4 de Pseudomonas aeruginosa. 
 
RL-1 
RL-3 
RL-4 
RL-2 
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Ramnolípidos de Pseudomonas spp. han demostrado que son capaces de 
emusificar y disminuir la tensión interfacial y superficial de diversos alcanos como 
hexadecano (Hisatsuka, et al., 1971; Herman, et al., 1997) y octadecano (Zhang & 
Miller, 1992), así como también se ha demostrado que su producción estimula el 
crecimiento de P. aeruginosa en sustratos lipídicos como aceites e hidrocarburos 
(Zhang, et al., 2005; Zhu, et al., 2007; Zhang, et al., 2012); es por ello que los 
ramnolípidos tienen el potencial de facilitar la biodegradación de sustancias que tienen 
una solubilidad limitada en el agua como el ácido palmítico y esteárico (Chayabutra, et 
al., 2011), n-alcanos (Zhang & Miller, 1995), hidrocarburos aromaticos policíclicos 
(Déziel, et al., 1996; Hwang & Cutright, 2002; Nie, et al., 2010), clorpirifos (Singh, et al., 
2009), 2,4-diclorofenol (Uysal & Türkman, 2005) incluso crudo de petróleo (Yateem, et 
al., 2002; Urum, et al., 2003; Zhang, et al., 2005); y por lo tanto favorecen la 
bioremediación de sitios contaminados (Zhang & Miller, 1992; Kosaric, 2001; 
Benincasa, 2007; Singh, et al., 2009; Pacwa-Plociniczak, et al., 2011; Christofi & 
Ivshina, 2002). 
Entre sus propiedades fisicoquímicas podemos mencionar un pKa entre 4.28 y 
5.50 dependiente de su estructura predominante y su concentración (Lebrón-Paler, et 
al., 2006), una baja tensión superficial mínima promedio (30-32 nM/m), alta actividad 
emulsificante promedio (10.4-15.5 U/mL), baja concentración mínima micelar (CMC) 
que varía según el pH (5-65 mg/L) y gran afinidad por moléculas orgánicas hidrofóbicas 
(Van Dyke, et al., 1993; Parra, et al., 1989). 
Las aplicaciones de los ramnolípidos, no obstante, no sólo se limitan a la 
biodegradación y biorremediación de ambientes contaminados con hidrocarburos. Su 
capacidad de incrementar la solubilidad, formar espuma y disminuir la tensión 
superficial genera una alta demanda para un amplio rango de aplicaciones industriales 
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(Desai & Banat, 1997). En particular, se han utilizado en la industria cosmética en 
productos como humectantes, dentífricos, lubricantes y shampoo (Lang & Wullbrandt, 
1999). También se ha demostrado su eficacia en la biorremediación de ambientes 
contaminados con metales pesados (Giraldo, 2012; Elouzi, et al., 2012; Maqsood, et 
al., 2011; Wen, 2010; Ara, 2007; Mulligan, 2005) y el surfactante ramnolípido en sí es 
una buena fuente de ramnosa que es un azúcar muy costosa por sí misma (Linhardt, et 
al., 1989). 
A pesar que ya han pasado más de 60 años desde el descubrimiento de los 
ramnolípidos en 1949, estos aún no han sido significativamente empleados ni 
producidos industrialmente debido a razones técnicas y económicas, relacionados a su 
baja competitividad económica frente a los surfactantes químicos sintéticos, 
principalmente determinada por la baja productividad de los bioprocesos empleados 
(Abdel-Mawgoud, et al., 2011). Sin embargo, gracias a que actualmente la 
“compatibilidad ambiental” es un factor determinante en la producción de químicos 
industriales, el interés se está desviando hacia los productos biológicos. Las mayores 
mejoras en la bioproducción de ramnolípidos se pueden lograr si se realizan estudios 
que permitan alcanzar un mejor entendimiento de los procesos biológicos que regulan 
el metabolismo de dichas moléculas y si se encuentran o crean cepas más productivas 
y eficientes (Abdel-Mawgoud, et al., 2011).  
2.4. Screening de cepas productoras y cuantificación de biosurfactantes 
Desde hace décadas se han ido desarrollando numerosas técnicas para identificar 
cepas productoras de biosurfactantes y cuantificar su capacidad de producción (Walter, 
et al., 2010). La mayoría de métodos para realizar un screening de cepas productoras 
se basan en los efectos físicos de los surfactantes o capacidad para interferir en 
interfaces hidrofóbicas. Adicionalmente existen metodologías específicas para ciertos 
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grupos de biosurfactantes como el método del agar CTAB/MB. Los métodos de 
screening pueden dar resultados cualitativos y/o cuantitativos; aunque para propósito 
de una selección primaria de cepas, los métodos cualitativos son generalmente 
suficientes (Walter, et al., 2010).  
Estas técnicas son descritas y comparadas en numerosos trabajos (Heyd, et al., 
2008; Walter, et al., 2010; Dusane, et al., 2010; Abdel-Mawgoud, et al., 2011; Youssef, 
et al., 2004; Chen, et al., 2007; Satpute, et al., 2008). A continuación se enlistan varias 
de ellas, especialmente aquellas usadas para la detección de ramnolípidos.  
Medición directa de la tensión superficial/interfacial: 
 Medición de la reducción de la tensión superficial (Guerra-Santos, et al., 
1984; Haussler, et al., 1998; Gunther IV, et al., 2005). 
 Método por Du-Noüy-Ring (Tadros, 2005). 
 Método Estalagmométrico (Plaza, et al., 2006). 
 Técnica Pendant-Drop-Shape (Chen, et al., 2007; Tadros, 2005). 
 Técnica Axisymmetric Drop Shape Analysis by Profile (Van Der Vegt, et al., 
1991). 
Medición indirecta basada en la tensión superficial/interfacial: 
 Ensayo Drop Collapse (Jain, et al., 1991). 
 Ensayo en Microplacas (Vaux & Cottingham, 2001). 
 Ensayo de Penetración (Maczek, et al., 2007). 
 Ensayo de Esparcimiento en Aceite (Morikawa, et al., 2000). 
 Capacidad Emulsificante (Cooper & Goldenberg, 1987). 
 Solubilización de Antraceno cristalizado (Willumsen & Karlson, 1997). 
Métodos indirectos basados en la hidrofobicidad de la superficie celular: 
 Ensayo de adhesión bacteriana a hidrocarburos (BATH) (Rosenberg, et al., 
1980). 
 Cromatografía de Interacción Hidrofóbica (HIC) (Smyth, et al., 1978). 
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 Ensayo de Réplica en placa (Rosenberg, 1981). 
 Ensayo de Agregación de sales (Lindahl, et al., 1981). 
Métodos especiales: 
 Hemolisis en Agar sangre (Mulligan, et al., 1984; Siegmund & Wagner, 
1991). 
 Método colorimétrico usando placas con CTAB y Azul de Metileno 
(Siegmund & Wagner, 1991). 
 Método de formación de complejo con Azul de Metileno (Pinzon & Ju, 
2009b; Jurado, et al., 2006). 
Estimación de biosurfactantes por cuantificación de fragmentos (residuos) de la 
molécula: 
 Estimación de biosurfactantes usando reactivo de Antrona (Helbert & 
Brown, 1957; Pons, et al., 1981). 
 Estimación de biosurfactantes usando el método de Orcinol 
(Chandrasekaran & BeMiller, 1980; Koch, et al., 1991). 
 Estimación de biosurfactantes usando el método de Resorcinol (Kulka, 
1956; Monsigny, et al., 1988). 
 Estimación de biosurfactantes usando Cisteína (Dische & Shettles, 1948). 
Métodos cromatográficos y espectrométricos: 
 Cromatografía de capa fina (TLC) (De Koster, et al., 1994; Rendell, et al., 
1990). 
 Cromatografía de gases (GC) (Arino, et al., 1996; Van Dyke, et al., 1993). 
 Cromatografía líquida de alta performance (HPLC) (Déziel, et al., 1999; 
Lépine, et al., 2002; Mata-Sandoval, et al., 1999). 
 Espectrometría de masas (MS) (Déziel, et al., 1999; De Koster, et al., 1994; 
Lépine, et al., 2002; Nie, et al., 2010; Gunther IV, et al., 2005; Wang, et al., 
2007). 
 Espectrometría infrarroja por transformación de Fourier (FTIR) (Borgund, et 
al., 2007; Gartshore, et al., 2000) y FTIR con reflectividad total atenuada 
(ATR-FTIR) (Leitermann, et al., 2008). 
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 Espectrometría de Resonancia magnética nuclear (NMR) (Choe, et al., 
1992; Monteiro, et al., 2007). 
Una combinación de estos métodos es generalmente usada para la detección y 
estimación de la producción de ramnolípidos. Algunas de estas técnicas, sobre todo 
aquellas que estiman el contenido de ramnolípido en relación a sus residuos de 
ramnosa o de ácidos grasos, requieren de una pre-purificación de las muestras para 
evitar reacciones cruzadas. Salleh et al. (2011) hace una revisión de tres de las 
técnicas más utilizadas: extracción con solventes, precipitación con sulfato de amonio y 
precipitación con ácidos. 
Es de suma importancia el desarrollo de métodos rápidos y confiables para el 
screening y selección de microorganismos productores de biosurfactantes de entre 
miles de organismos potencialmente activos y la subsecuente evaluación de su 
actividad y propiedades tensioactivas (Walter, et al., 2010). De acuerdo a Chen et al. 
(2007) un buen método de screening debe satisfacer tres requerimientos: 
 La habilidad de identificar organismos potenciales y discernir entre muchos 
otros que no lo son. 
 La habilidad de evaluar cuantitativamente cuan efectivo es el surfactante. 
 La habilidad de evaluar numerosos candidatos rápidamente. 
Adicionalmente, una técnica ideal también debe ser sencilla de aplicar, barata y no 
perjudicial para la salud y el medio ambiente.  
2.4.1. Agar CTAB/MB 
El método de screening usando agar mineral con cetiltrimetilamonio bromuro 
(CTAB) y azul de metileno (MB) fue desarrollado por Siegmund y Wagner en 1991 
inicialmente para detectar producción de ramnolípidos. La detección se basa en la 
formación de un patrón muy particular de halos de color azul debido a la interacción 
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entre el ramnolípido, el CTAB y el azul de metileno; aunque el mecanismo exacto por el 
cual se forma dicho patrón es aún desconocido. La técnica resultó ser bastante 
eficiente y ventajosa respecto a técnicas anteriores debido a su bajo costo, simplicidad, 
versatilidad y específicidad. Desde entonces la técnica ha sido ampliamente utilizada 
por diversos autores para seleccionar cepas productoras de ramnolípidos (Siegmund & 
Wagner, 1991; Wild, et al., 1997; Yuste, et al., 2000; Christova, et al., 2004; Gunther IV, 
et al., 2005; Perfumo, et al., 2006; Zhu, et al., 2007; Pinzon, 2009; Jadhav, et al., 2011; 
Liu, et al., 2011). 
La técnica surgió como alternativa al uso de agar sangre para la detección de 
biosurfactantes pues presenta varias ventajas, como por ejemplo la no represión 
catabólica de la producción de biosurfactantes, no ocurrencia de falsos positivos 
debido a presencia de hemolisinas, mayor estabilidad del agar, etc. Adicionalmente es 
posible aplicar diferentes condiciones de cultivo directamente sobre el agar (por 
ejemplo: diferentes sustratos o temperaturas) y es posible evaluar colonias individuales 
(a diferencia de los métodos en cultivo líquido). 
Una de las desventajas de la técnica es que, aunque Pseudomonas aeruginosa 
puede crecer sin dificultad, el CTAB inhibe el crecimiento de numerosas bacterias 
incluso del mismo género Pseudomonas; Siegmund y Wagner (1991) sugieren por eso 
que sería posible el remplazo del CTAB por otro surfactante catiónico. 
Siegmund y Wagner (1991) categorizaron a su técnica como un método semi-
cuantitativo al revelar una aparente proporcionalidad entre la concentración de 
ramnolípidos y el diámetro de los halos de acomplejamiento (halos formados por el 
complejo RL-CTAB-MB); Pinzon y Ju (2009a) por su parte, también llegaron a sugerir 
una relación lineal entre la concentración de ramnolípidos y el área de los halos; no 
obstante, determinaron que el ratio de acomplejamiento molar (molar complexation 
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ratio) entre el ramnolípido y el CTAB no es constante y que parecería responder una 
interacción de naturaleza compleja; esto sumado al hecho que dicha formación del 
complejo está en un estado transicional dependiente del tiempo, hizo que los autores 
sugieran posteriormente que la técnica no era apropiada para un análisis cuantitativo 
preciso, por lo que sólo lo recomiendan para el screening de cepas y otros propósitos 
cualitativos (Pinzon & Ju, 2009a). 
A pesar de todos esos inconvenientes, defectos y limitaciones, dicha técnica ha 
permanecido prácticamente invariable por más de 20 años sin mejoras significativas, 
con excepción de las breves sugerencias dadas por Gunther IV et al. (2005) y Pinzon & 
Ju (2009a).  
2.5. Pseudomonas aeruginosa 
Pseudomonas aeruginosa (Schroeter 1872) es la especie-tipo del género 
Pseudomonas (Migula 1894). Está ampliamente distribuido en la naturaleza (suelos y 
aguas) y es causante de infecciones nosocomiales oportunistas en pacientes inmuno-
comprometidos y también en plantas. 
 Es una bacteria Gram-negativa de forma bacilar, quimioorganotrófica, aeróbica, 
con un flagelo unipolar (motilidad), no formadora de esporas, capacidad denitrificante, 
oxidasa positiva, catalasa positiva, lipasa positiva. P. aeruginosa secreta una variedad 
de pigmentos característicos: piocianina (verde-azul), pioverdina (verde-amarillo 
fluorescente), piorubina (rojo-marrón) y fluoresceína (verde fluorescente). 
P. aeruginosa es capaz de crecer en diesel y gasolina, por lo que se le categoriza 
como un HUM (hydrocarbon-using microorganism). A pesar de ser clasificado como 
organismo aeróbico, es considerado por muchos investigadores como anaeróbico 
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facultativo, ya que está bien adaptado para proliferar en condiciones de escasez parcial 
o total de oxígeno (Garrity, 2001). 
 
2.5.1. Cepas superproductoras de ramnolípidos. 
Actualmente al margen de los estudios enfocados en la optimización de los medios 
de producción de ramnolípidos, también se realizan numerosas investigaciones 
dedicadas a la obtención de nuevas y mejores cepas productoras (Giraldo, 2012). 
A pesar que las bacterias productoras de biosurfactantes pueden ser encontradas 
tanto en suelos contaminados como no-contaminados; la distribución, diversidad y 
abundancia depende enormemente de las condiciones del suelo (Bodour, et al., 2003; 
Menezes Bento, et al., 2005). Por lo general, las cepas superproductoras naturales de 
ramnolípidos (principalmente del género Pseudomonas) son encontradas y aisladas de 
ambientes que presentan gran cantidad de sustratos hidrofóbicos (Chrzanowski, et al., 
2012; Willumsen & Karlson, 1997), principalmente zonas contaminadas con crudo de 
petróleo o derivados (Plaza, et al., 2006): suelos y aguas cercanas a pozos de 
extracción, refinerías, oleoductos e industrias petroquímicas (Giraldo, 2012; EL-Amine 
Bendaha, et al., 2012; Liu, et al., 2011; Zhu, et al., 2007; Pérez Silva, et al., 2006; Wei, 
et al., 2005; Yateem, et al., 2002; Santa Anna, et al., 2001; Turkovskaya, et al., 2001; 
Yuste, et al., 2000). En el Perú las regiones petroleras más importantes se concentran 
en la costa y selva norte, principalmente en los departamentos de Piura y Loreto 
(MINEM - Perú, 2010). Dichas cepas silvestres han adaptado su metabolismo para 
poder desarrollarse en un ambiente relativamente hostil donde los nutrientes son 
generalmente escasos,  el sustrato carbonado más abundante no se encuentra 
soluble,, el intercambio gaseoso es reducido y existe un mayor estrés oxidativo 
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causado por especies reactivas de oxígeno; condiciones que promueven la producción 
de ramnolípidos.  
La colonización de hábitats atípicos por parte de estas bacterias predisponen a 
deleciones, rearreglos genómicos y acumulación de mutaciones de pérdida-de-función 
en el cromosoma (Cornelis, 2008); es por ello que los genomas de estas cepas 
también suelen contener una serie de mutaciones que favorecen la producción de 
ramnolípidos a diferentes niveles: en la propia ruta de biosíntesis de RL (rhlA, rhlB, 
rhlC), en genes reguladores de dicha ruta (rhlR, rhlI, algR) en rutas metabólicas 
precursoras (algC, rmlA, rmlB, rmlC, rmlD, sistema FAS II), en la regulación del quorum 
sensing (lasR, lasI, qscR, vqsR, vqsM, ptxR, dksA), en los mecanismo de defensa 
frente al estrés, en el la formación de biofilm, o incluso en rutas metabólicas que 
compiten directa o indirectamente por precursores comunes (alginato, PHA, LPS, etc.) 
(Wild, et al., 1997; Vinckx, et al., 2010; Rehm, et al., 2001; Pham, et al., 2004; Olvera, 
et al., 1999; Dusane, et al., 2010; Morici, et al., 2007; Tielen, et al., 2010; Pearson, et 
al., 1997; Van Delden, et al., 1998). 
A nivel genético también se han hecho diversos avances, sobre todo en la última 
década. Tahzibi et al. (2004) obtuvieron una cepa de P. aeruginosa superproductora de 
ramnolípidos denominada PTCC1637 mediante mutagénesis aleatoria con N-metil-N’-
nitro-N-nitrosoguanidina; mientras que Zhu et al. (2007) logró duplicar la productividad 
de la cepa P. aeruginosa zju.u1M mediante mutagénesis aleatoria por UV. Pham et al. 
(2004) generó mutantes knock-out isogénicos de P. aeruginosa para los genes de la 
ruta del PHA a partir de las cepas PAO1 y FRD1, observándose alteración en la 
producción de alginato y ramnolípidos, así como también alteración en la formación de 
biofilm y tolerancia al estrés. También se ha estudiado la posibilidad de expresar 
heterólogamente genes de biosíntesis de ramnolípidos en otros hospederos como 
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Pseudomonas fluorescens y P. putida; en estos, dichos genes se logran expresar y 
pueden producir ramnolípidos; en cambio en E.coli se expresa la ramnosil transferasa 
activa pero los ramnolípidos no son producidos (Ochsner, et al., 1995a). Wang et al. 
(2007) por su parte, lograron insertar mediante transposones los genes rhlAB en los 
genomas de P. aeruginosa PAO1-rhlA- y E. coli BL21(DE3); ambas cepas lograron 
expresar la ramnosil transferasa y producir ramnolípidos. 
2.5.2. Cepa Pseudomonas aeruginosa PB25 
La cepa P. aeruginosa PB25 forma parte del banco de cepas del Laboratorio de 
Microbiología y Biotecnología Microbiana de la Facultad de Ciencias Biológicas de la 
UNMSM. Dicha cepa fue aislada de una zona contaminada con hidrocarburos en la 
provincia de Talara (Piura, Perú). Giraldo (2012), en un cultivo batch sin agitación y con 
glicerol como fuente de carbono determinó una tasa de crecimiento específica (μ) de 
0.0285 h-1 y un tiempo generacional (tg) de 24.321 horas; registrándose a su vez una 
concentración máxima de ramnolípidos de 2.47 g/L, con valores de rendimiento de 
0.13 g/g y productividad de 0.082 g/L-h. De igual forma obtuvo un valor máximo de 
actividad emulsificante de 5.257 UAE/mL frente a crudo de petróleo e Índices de 
Emulsificación E24 de 53%, 64%, 62% y 84% para crudo de petróleo, diesel 2, 
gasolina y kerosene, respectivamente. Asimismo, logró valores máximos de remoción 
del 98% para plomo y 99% para cadmio en soluciones acuosas (Giraldo, et al., 2014). 
Cabe resaltar, que anterior a dicho trabajo, no existen antecedentes de estudio de 
ramnolípidos en el Perú y por lo tanto constituye el punto de partida para esta rama de 
investigación en el país y del cual deriva a su vez la presente tesis. 
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III. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
 
3.1. Hipótesis y variables 
 Hipótesis de investigación (Hi) 
El área de los halos puede correlacionarse matemáticamente con la 
concentración de ramnolípidos bajo diferentes condiciones y por lo tanto la 
técnica puede ajustarse para ser utilizada cuantitativamente en la selección 
de cepas superproductoras de ramnolípidos. 
 Hipótesis nula (H0) 
El área de los halos no puede correlacionarse matemáticamente con la 
concentración de ramnolípidos bajo diferentes condiciones y por lo tanto la 
técnica no puede ajustarse para ser utilizada cuantitativamente en la 
selección de cepas superproductoras de ramnolípidos. 
La variable dependiente es el área de los halos en el agar CTAB/MB. 
Las variables independientes consisten en: 
 Concentración de ramnolípidos. 
 Tiempo de incubación. 
 Concentración de CTAB. 
 Presencia de azul de metileno. 
 Diámetro de los pozos. 
 Volumen del inóculo. 
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3.2. Objetivos 
3.2.1. Objetivo general 
 Optimizar el carácter semi-cuantitativo de la técnica del agar CTAB/MB 
desarrollado por Siegmund y Wagner en 1991 para la detección de 
ramnolípidos producidos por cepas de Pseudomonas spp. 
3.2.2. Objetivos específicos 
 Optimizar la técnica utilizando los ramnolípidos como biosurfactante modelo 
al evaluar la influencia de diversos parámetros (tiempo de incubación, 
efecto de la concentración de CTAB, efecto del MB, diámetro de los pocillos 
y el volumen de inóculo) en el área del halo. 
 Seleccionar cepas superproductoras de ramnolípidos aisladas de 
ambientes contaminados con petróleo mediante la técnica del agar 
CTAB/MB. 
  
22 
 
 
IV. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
4.1. Extracción y obtención del biosurfactante ramnolipídico patrón 
Debido a la dificultad de obtener en Perú ramnolípido purificado, se procedió a 
producirlo y purificarlo en el laboratorio a partir de la cepa Pseudomonas aeruginosa 
PB25, perteneciente al cepario del laboratorio y aislado de ambientes contaminados 
con petróleo, utilizando un protocolo modificado a partir del método estandarizado por 
Giraldo (2012). Se empleó un cultivo batch con agitación de 4 días de incubación a 
35°C en un medio mínimo mineral suplementado con glicerol modificado de Giraldo 
(2012), Zhang et al. (2005) y Abalos et al. (2002): CaCl2 0.02 g/L, KCl 1 g/L, NaCl 1 g/L, 
K2HPO4 4 g/L, KH2PO4 4 g/L, Glicerol 3%v/v, NaNO3 2.5 g/L, mgSO4∙7H2O 0.2 g/L y 
solución de elementos traza 2ml/L (H3BO3 0.26 g/L, Na2MoO4 0.6 g/L, CuSO4∙5H2O 
0.5 g/L, MnSO4 0.5 g/L, ZnSO4∙7H2O 0.7 g/L). Se procedió a una purificación mediante 
precipitación ácida y extracción por solventes apolares (cloroformo y éter etílico), 
adaptado de Giraldo (2012). 
4.2. Evaluación sobre placas de agar CTAB/MB 
Para evaluar las diferentes variables se hicieron placas con agar CTAB/MB según 
Siegmund & Wagner (1991) siguiendo las recomendaciones de Gunther IV et al. (2005) 
y Pinzon & Ju (2009a). Para todas las pruebas los parámetros utilizados fueron los que 
figuran en esta sección salvo que se indique lo contrario en la prueba correspondiente. 
Se preparó agar mineral Siegmund & Wagner (Agar SW: Glicerol 20 g/L, KH2PO4 
0.7 g/L, Na2HPO4∙2H2O 0.9 g/L, NaNO3 2 g/L, mgSO4∙H2O 0.4 g/L, CaCl2∙2H2O 0.1 g/L, 
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solución de elementos traza 2 mL/L y agar-agar 17 g/L) suplementado con 0.005 g/L de 
azul de metileno (MB) y 0.2 g/L de cetiltrimetilamonio bromuro (CTAB). El agar 
CTAB/MB fue esterilizado en autoclave por 15 minutos a 121°C y 15 psi. 
Para asegurar la uniformidad de las placas, se seleccionaron placas petri con las 
mismas medidas (diámetro interno: ~90 mm) y se dispensó 15 ml de agar CTAB/MB en 
cada una, para lograr un espesor del agar de ~2 mm. En el agar se hicieron 
perforaciones con un sacabocados estéril de 5.5 mm de diámetro y se adicionó 20 µl 
de una solución de ramnolípidos (RL) en las siguientes concentraciones: 3.125; 6.25; 
12.5; 25; 50; 75; 100; 150; 200 y 400 g/L. Las placas fueron incubadas a 35°C por 24 
horas y luego refrigeradas a 4°C por 24 horas adicionales (Gunther IV, et al., 2005). 
Posteriormente, los halos de las placas fueron revelados mediante una nueva 
técnica y el área de los halos formados fue medido mediante el software de 
procesamiento de imágenes ImageJ 1.49e (Rasband, 2013). Cada experimento se 
realizó por triplicado y se obtuvo la media del área de los halos de cada concentración 
de RL. 
4.2.1. Nuevo método de revelado de las placas 
Se desarrolló un nuevo método para detectar el RL de los halos. El nuevo método 
de revelado se basa en hacer disminuir del pH del agar mediante la adición de HCl 1N 
y precipitar los ramnolípidos (RL) previamente acomplejados. 
4.2.2. Evaluación del efecto del azul de metileno en el agar 
Para evaluar si el azul de metileno es indispensable en la técnica se prepararon 
placas con agar SW suplementado con CTAB; y con o sin azul de metileno; y se 
probaron diferentes concentraciones de RL. 
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4.2.3. Influencia del diámetro de los pocillos y el volumen de inóculo 
Para evaluar si el área de los pocillos tiene influencia en la difusión del ramnolípido 
y la formación de los halos, se perforaron pocillos de ~3.5 mm y ~5.5 mm de diámetro. 
Así mismo para determinar si tiene importancia en la formación de los halos el volumen 
inoculado, concentración o contenido neto de ramnolípidos, se adicionó dentro de los 
pocillos de 3.5 mm y 5.5 mm, volúmenes de 10 µl, 20 µl; 30 µl; 40 µl y 50 µl de 
soluciones de RL en concentraciones de 50 y 100 g/L. 
4.2.4. Evaluación del tiempo de incubación y del efecto del frío 
Para establecer si existe una dependencia del tiempo de incubación en la difusión 
del ramnolípido y la formación de los halos, y si existe algún límite para dicha difusión, 
se incubaron diferentes concentraciones de RL (3.125; 6.25; 12.5; 25; 50; 100 y 
200 g/L) por 12, 24, 48, 72 y 96 horas a 35°C seguido de 24 horas en refrigeración 
(post-incubación a 4°C). Así mismo para verificar el efecto de la temperatura se 
probaron placas a 24 horas de incubación pero sin refrigeración. 
4.2.5. Evaluación del efecto de la concentración de CTAB en el agar 
Para evaluar el efecto del CTAB en la formación de los halos, se prepararon 
placas con las siguientes concentraciones de CTAB: 0.05; 0.1; 0.2; 0.3 y 0.4 g/L. En 
cada concentración de CTAB se probó diferentes concentraciones de RL (3.125; 6.25; 
12.5; 25; 50; 75; 100; 150; 200; 400 g/L). 
4.2.6. Análisis estadístico de los datos 
Con los datos se hicieron las gráficas respectivas y las correlaciones estadísticas 
necesarias utilizando las medias y las desviaciones estándar de las mediciones de las 
áreas de los halos. Para establecer la homogeneidad de la varianzas se aplicó el test 
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de Levene; mientras que para verificar la normalidad de los datos se aplicó el test de 
Shapiro-Wilk. Para establecer la correlación lineal entre dos variables se aplicó un 
análisis de regresión lineal simple. Dependiendo del caso, se aplicó la prueba ANOVA 
o la prueba T-Student para comparar las medias y encontrar diferencias significativas. 
Se realizó la prueba post-hoc HSD (honestly significant difference) de Tukey para 
realizar las comparaciones múltiples tras el análisis ANOVA. Se emplearon los 
software MS Office Excel 2007, XLSTAT 2009 y SPSS v15.0 para la realización de las 
pruebas estadísticas y los gráficos. Con los datos obtenidos se establecieron los 
parámetros ideales para poder adaptar y aplicar la técnica en el Laboratorio de 
Microbiología y Biotecnología Microbiana – FCB - UNMSM. 
4.2.7. Selección de cepas de Pseudomonas productoras de RL 
Para probar el funcionamiento de la técnica en condiciones reales de laboratorio, 
una vez determinado y estandarizado los parámetros óptimos de la técnica; se 
procedió a hacer el screening de las cepas del banco de cepas aisladas de ambientes 
contaminados con hidrocarburos (Talara, Zorritos, La Pampilla, etc.) pertenecientes al 
laboratorio de Microbiología y Biotecnología Microbiana - UNMSM, las cuales daban 
una suma de 2488 cepas. Debido a que dichas cepas habían estado almacenadas por 
más de una década, previamente se debió reactivar las cepas en agar TSA para 
verificar la viabilidad y pureza. Luego las cepas fueron sembradas sobre agar 
Cetrimide para seleccionar las cepas pertenecientes al género Pseudomonas y 
aumentar la probabilidad de encontrar productoras de ramnolípidos.  
Todas las cepas seleccionadas fueron cultivadas en caldo mineral SW (Siegmund 
& Wagner, 1991) por 48 horas a 35°C. Luego, alícuotas de 20 µl de cada sobrenadante 
del cultivo fue inoculado en los pocillos del agar CTAB/MB para evaluar su producción 
de ramnolípidos. Para la selección preliminar, las placas fueron incubadas a 35°C por 
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24 horas y luego refrigeradas a 4°C por 24 horas. Luego, los halos fueron revelados 
con HCl 1N y fotografiados para su medición digital. 
Las cepas superproductoras fueron elegidas progresivamente siguiendo un 
método de selección anidado; luego las mejores superproductoras fueron probadas 
nuevamente con el método de CTAB/MB, pero esta vez las placas fueron incubadas 
por 48 horas a 35°C y luego refrigeradas a 4°C por 24 horas. Finalmente las bacterias 
fueron aisladas y almacenadas en ceparios para pruebas futuras. 
Ecuación 1. Fórmula de corrección para reducir la variabilidad generada por las placas. Acx 
(Área corregida), Aox (Área del halo original), Ap (área del patrón de la placa 
correspondiente). 
𝐴𝑐𝑥 = 𝐴𝑜𝑥 × (
1
𝑛
∑𝐴𝑝𝑖
𝑛
𝑖=1
) 𝐴𝑝𝑥⁄  
Para poder normalizar los datos y reducir el error generado por la propia placa, en 
uno de los pocillos de cada placa se adicionó 20 µl de una solución de RL (25 g/L) 
como patrón y se aplicó una fórmula de corrección (Ecuación 1). Adicionalmente, como 
cepas controles se utilizaron la cepa patrón P. aeruginosa ATCC 9027 y la cepa P. 
aeruginosa PB25 (Giraldo, 2012), esta última obtenida de una muestra de tierra de 
Talara y también perteneciente a la colección de cepas del laboratorio. 
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V. RESULTADOS 
 
5.1. Nuevo método de revelado de las placas 
El RL precipitado por el HCl, forma halos concéntricos blancos alrededor de los 
pocillos y en el lugar donde previamente se habían formado los halos de 
acomplejamiento (Figura 2). 
 
Figura 2. Halos de acomplejamiento (izquierda) y halos de precipitación (derecha). 
 
 
Figura 3. Time-lapse de la formación de los halos de precipitación luego de añadir HCl 1N. 
Antes de 
añadir 
HCl 
15 min. después 1 min. después 30 seg, después 
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Figura 4. Halos de acomplejamiento con luz cenital (A) y a contra luz (B); halos de 
precipitación (C). Nótese la equivalencia de los halos formados. 
 
Figura 5. Esquematización de los diversos halos formados bajo diferentes condiciones. 
Halos de acomplejamiento (izquierda: 35°C y 35°C+4°C) y halos de precipitación (derecha: 
35°C+HCl y 35°C+4°C+HCl). En gris aquellos halos que sólo son observables bajo ciertas 
condiciones. 
A 
B 
C 
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Tabla 1. Descripción de los diversos halos formados bajo diferentes condiciones. 
 
 35°C 
35°C 
+4°C
‡
 
35°C 
+HCl 
35°C 
+4°C  
+HCl  
 
 
 
T
ie
m
p
o
 
In
c
u
b
. 
(h
) 
Temp. 35°C 24 h 24 h 24 h 24 h 
Temp. 4°C 
 
24 h 
 
24 h 
Revelado (+HCl) 
  
15 min 15 min 
D
e
s
c
ri
p
c
ió
n
 d
e
 l
o
s
 h
a
lo
s
 
Pocillo 0 0 0 0 Pocillo 
Halo traslúcido 
interno 
(H1) (H1) ((H1)) ((H1)) 
Halo translúcido 
interno 
 
  
(H1.5) (H1.5) 
Halo azul / Halo 
blanco ([RL]↑) 
Halo azul 
traslúcido 
((H2)) (H2) H2 H2 
1° Frontera 
Translúcido-Opaco 
 
  
(H2.51) (H2.51) 
Halo opaco blanco 
([RL]↑) 
 
  
((H2.52)) ((H2.52)) 
1° Halo intermedio 
([RL]↑) 
 
  
((H2.53)) ((H2.53)) 
2° Halo intermedio 
(tiempo incub. >48h) 
Frontera del Halo 
azul traslúcido 
((H3)) H3 (H3) H3 
Frontera del Halo 
opaco 
 
  
H3.5 H3.5 
2° Frontera 
Translúcido-Opaco 
Halo azul oscuro / 
marrón 
H4 H4 H4 H4 
Frontera del Halo 
opaco 
 
  
(H4.5) (H4.5) 
Inicio del anillo 
exterior 
Anillo exterior 
blanco 
H5 H5 H5 H5 
Anillo exterior blanco 
translúcido 
 ‡  Descrito por Pinzon & Ju (2009a) 
 (H#)  Difícil de observar o medir, sólo visible bajo condiciones específicas, a veces difuso o no visible. 
 ((H#)) Extremadamente difícil de observar o medir, sólo visible bajo condiciones específicas, 
usualmente difuso o no visible. 
 
Este método permite la observación de un nuevo patrón de halos nunca antes 
visto o descrito (Figura 5). Con la nueva técnica se ha podido visualizar y describir 
hasta 11 zonas dentro de los halos (Tabla 1). Los límites de alguna de las zonas de los 
halos de precipitación corresponden con las zonas de los halos de acomplejamiento 
descritas por Pinzon y Ju (2009a); pero entre ellos se aprecia la aparición de otros 
halos intermedios que no se visualizan con la técnica convencional. A los límites de 
cada zona (H: halo) principal que se corresponde con un halo descrito por Pinzon y Ju 
(2009a) se le ha asignado un número entero (HX), dichos halos son en general los más 
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constantes, visibles y distinguibles. Entre ellos pueden aparecer halos opacos (RL 
precipitado) o zonas translúcidas (separación entre halos); a sus límites se les ha 
asignado un número racional intermedio a los halos que los flanquean (HX.5). 
Ocasionalmente, puede aparecer más de un halo o zona translúcida intermedia, por lo 
que a cada una se le ha asignado un subíndice correlativo (HX.5Y). Dependiendo de 
ciertas condiciones como concentración o tiempo de incubación, algunas de estas 
regiones son más o menos visibles, se separan más y se distinguen mejor las unas de 
las otras; aunque por lo general algunas no son visibles del todo o se ven superpuestas 
por lo que aparecen como una sola banda gruesa. 
5.2. Relación entre concentración de RL y área de los halos 
 
Figura 6. Gráfico del área de los halos de precipitación en placas de agar CTAB/MB. Barras 
verticales indican la desviación estandar de cada punto. 
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La medición inicial de las áreas de los halos y la gráfica de sus promedios mostró 
una curva claramente no-lineal con un punto de quiebre alrededor de 75 a 100 g/L de 
concentración de RL (Figura 6 y Figura 7). Debajo de este punto, la curva pareciera ser 
polinómica o logística; mientras que por encima, la curva pareciera ser lineal sin un 
punto de saturación aparente. 
 
Figura 7. Gráfico del área de los halos de precipitación en placas de agar CTAB/MB. Detalle 
de las concentraciones de RL menores a 100 g/L. Barras verticales indican la desviación 
estandar de cada punto. 
 
5.3. Evaluación del efecto del azul de metileno en el agar 
En la técnica convencional el azul de metileno (MB) otorga la coloración azul 
característica de los halos de acomplejamiento, dicho color se intensifica cuando las 
placas son refrigeradas (Figura 8). 
Con la nueva técnica de revelado, se ha podido observar que dependiendo de la 
concentración de RL, los halos de precipitación que se forman en las placas sin MB se 
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muestran difusos y/o poco definidos, llegando al punto que a veces ni siquiera se 
distinguen ni se diferencian los halos internos (Figura 9). 
 
Figura 8. Halos de acomplejamiento. (A) Agar CTAB sin MB, (B) Agar CTAB/MB con 24 
horas de incubación a 35°C. (C) Agar CTAB/MB con 24 horas de incubación a 35°C, 
seguido por 24 horas de refrigeración (post-incubación a 4°C). 
 
 
Figura 9. Halos de precipitación en placas de agar CTAB sin MB. De izquierda a derecha: 
200, 150, 100, 50 y 25 g/L de RL. 
 
5.4. Influencia del diámetro de los pocillos y el volumen de inóculo 
Como primer resultado práctico, se encontró que el volumen máximo que los 
pocillos de 5.5 mm de diámetro podían contener sin que se corra riesgo de derrames 
accidentales era de 40 µl, mientras que el volumen máximo de los de 3.5 mm de 
diámetro era de 10 µl. 
Se aplicaron dos pruebas estadísticas: la prueba de Levene para igualdad de 
varianzas y la prueba T-Student para diferencia de medias. En todos los casos la 
prueba de Levene (ANEXOS: Tabla 12) mostró que las varianzas eran iguales (σ1
2= 
A B C 
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σ2
2) ya que el valor de significación de la prueba (sig.) era mayor que el nivel de 
significación establecido α=0.05.  
Con relación a la media del área, los halos tienden a ser ligeramente mayor 
cuando el pocillo es de mayor tamaño y las concentraciones son mayores, sobre todo a 
100 g/L donde la desviación se vuelve evidente; no obstante, la prueba T-Student ( 
Tabla 2) para igualdad de medias, asumiendo varianzas iguales según la prueba de 
Levene y distribución normal según la prueba de Shapiro-Wilk (ANEXOS: 
Tabla 13), muestra que no existen diferencias realmente significativas en el área 
de los halos (µ1=µ2) en relación al tamaño de los pocillos para un mismo volumen de 
inóculo (10µl). En todos los casos el valor de significación bilateral de la prueba (sig.) 
es mayor que el nivel de significación establecido α/2=0.025. Gráficamente (Figura 10) 
los puntos de ambos casos (5.5 mm y 3.5 mm) se observan superpuestos sobre todo 
en las concentraciones menores. 
 
 
Figura 10. Comparación de las área de los halos formados en los diferentes diámetros de 
pocillo con diferenes concentraciones de RL. Barras verticales indican la desviación 
estandar de cada punto. 
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Tabla 2. Valores de significación bilateral de la prueba de T-Student para igualdad de 
medias entre el área de los halos de los pocillos de 3.5 mm y 5.5 mm de diámetro con 10 µl 
de diferentes concentraciones de RL. 
Halo 
Concentración de RL (g/L) 
100 50 25 
H2 0.248 0.993 0.707 
H3 0.062 0.956 - 
H3.5 0.050 - - 
H4 0.105 0.887 0.267 
H5 0.065 0.939 0.888 
* Diferencias significativas (α/2=0.025) 
 
Por su parte, la prueba de regresión lineal del área de los halos respecto al 
volumen del inóculo (Tabla 3), muestra un parámetro R2 por encima de 0.96 lo que 
indica una aparente relación lineal. No obstante, a concentraciones mayores y 
volúmenes mayores, se hace evidente una pequeña distorsión en las curvas (Figura 
11). 
 
Figura 11. Gráfico de la media de las áreas de los halos H5 a diferentes concentraciones de 
RL respecto al volumen inoculado. Barras verticales indican la desviación estandar de cada 
punto. 
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Tabla 3. Valores del parámetro R
2
 del cálculo de regresion lineal del área del halo H5 de 
inóculos con diferente concentración de RL, obtenidos mediante método analítico (SPSS) o 
mediante método gráfico. 
Concentración 
de RL (g/L) 
R
2
 R
2 
corregido 
R
2 
(a partir del 
gráfico de 
medias) 
25 0.994 0.994 0.998 
50 0.966 0.964 0.971 
100 0.961 0.958 0.968 
 
 
En relación a la equivalencia de cantidad de ramnolípido inoculado con respecto al 
volumen, se encontró diferencias significativas (sig. < α/2=0.025) entre las medias de 
las área de los halos H3, H3.5, H4 y H5 de diferentes inóculos cuyo contenido de 
ramnolípido (concentración × volumen) era supuestamente el mismo (Tabla 4). En la 
Figura 12 claramente se puede observar que los puntos no coinciden a pesar de tener 
contenidos similares de RL. 
 
Figura 12. Gráfico de las medias del área de los halos formados por los inóculos con el 
mismo contenido de RL. Barras verticales indican la desviación estandar de cada punto. 
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Tabla 4. Valores de significación bilateral de la prueba de T-Student para igualdad de 
medias entre el área de los halos de los inóculos con el mismo contenido de RL. 
Inóculos 
20 µl x 25 g/L 
vs. 
10 µl x 50 g/L 
10 µl x 100 g/L 
vs. 
20 µl x 50 g/L 
40 µl x 25 g/L 
vs. 
20 µl x 50 g/L 
40 µl x 25 g/L 
vs. 
10 µl x 100 g/L 
20 µl x 100 g/L 
vs. 
40 µl x 50 g/L 
Contenido 
de RL (mg) 
0.5 1 1 1 2 
Halo H2 0.188 0.182 0.344 0.111 0.310 
  H3 0.000* 0.002* - - 0.013* H3.5 - - - - 0.005* 
H4 0.000* 0.000* 0.003* 0.000* 0.006* 
H5 0.000* 0.000* 0.013* 0.000* 0.002* 
* Diferencias significativas (α/2=0.025) 
5.5. Evaluación del tiempo de incubación y del efecto del frío 
 
Figura 13. Gráfico del área de los halos H5 en placas de agar CTAB/MB incubadas a 
diferentes tiempos. Placas con 24 horas de post-incubación a 4°C (refrigeración) se indican 
con “+R”. Barras verticales indican la desviación estandar de cada punto. 
 
Las gráficas (Figura 13 y Figura 14) muestran que el tamaño de los halos es 
dependiente del tiempo de incubación: a mayor tiempo de incubación mayor tamaño 
alcanzan los halos. En las gráficas se puede apreciar que el RL de las concentraciones 
más bajas (3.125; 6.25 y 12.5 g/L) aparentemente logra quedar inmovilizado dentro de 
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las 12 horas de incubación a 35°C y 24 horas a 4°C (12h+R), alcanzando una aparente 
relación lineal entre la concentración del RL y el área de los halos formados (Tabla 5); 
no obstante, las concentraciones mayores a 25 g/L no logran siquiera acercarse a 
dicho punto en el tiempo máximo programado en el experimento (96h+R: 96h a 35°C y 
24h a 4°C). 
 
Figura 14. Gráfico del área de los halos H5 en placas de agar CTAB/MB incubadas a 
diferentes tiempos. Detalle de las concentraciones de RL menores a 50 g/L. Placas con 24 
horas de post-incubación a 4°C (refrigeración) se indican con “+R”. Barras verticales indican 
la desviación estandar de cada punto. 
 
Tabla 5. Valores del parámetro R
2
 del cálculo de regresion lineal del área del halo H5 de las 
4 menores concentraciones de RL (3.125; 6.25; 12.5 y 25 g/L) de los tratamientos 48h+R y 
96h+R, obtenidos mediante método analítico (SPSS) o mediante método gráfico. 
Tiempos de 
incubación 
R
2
 R
2 
corregido 
R
2 
(a partir del 
gráfico de medias) 
48h+R 0.983 0.981 0.989 
96h+R 0.989 0.987 0.997 
+R: 24 horas de refrigeración (post-incubación a 4°C) 
 
La prueba ANOVA (Tabla 6) indica que no existen diferencias significativas 
(α=0.05) en las áreas de los halos (variable respuesta) de las concentraciones más 
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bajas (3.125; 6.25 y 12.5 g/L) en relación a todos los tiempos de incubación 
(tratamiento); gráficamente se puede observar que dichas concentraciones forman 
líneas horizontales (Figura 15) lo que indica que el área es la misma 
independientemente del tiempo de incubación. En las concentraciones más altas, sólo 
no se encuentran diferencias significativas cuando se comparan pares de tiempos 
sucesivos; sin embargo, conforme aumenta la concentración de RL, las diferencias se 
hacen más significativas entre los tiempos de incubación (Tabla 7); gráficamente se 
puede apreciar cómo las rectas se vuelven más empinadas conforme aumenta la 
concentración de RL (Figura 15). 
Tabla 6. Valores de significación de la prueba ANOVA para comparar los resultados de los 
tiempos de incubación. 
Concentración 
de RL (g/L) 
ANOVA 
sig. 
3.125 0.186 
6.25 0.695 
12.5 0.237 
25 0.000* 
50 0.000* 
100 0.000* 
200 0.000* 
* Diferencias significativas (α=0.05) 
 
Tabla 7. Resultados de la prueba post-hoc HSD de Tukey para comparación a pares (I-J) de 
los tiempos de incubación. 
(I) (J) 
Concentración de RL (g/L) 
25 50 100 200 
12h+R 24h+R 0.019* 0.024* 0.014* 0.000* 
24h+R 48h+R 0.550 0.000* 0.000* 0.000* 
48h+R 72h+R 0.280 0.052
‡
 0.000* 0.000* 
72h+R 96h+R 0.551 0.122 0.053
‡
 0.000* 
+R: 24 horas de refrigeración (post-incubación a 4°C) 
* Diferencias significativas (α=0.05). Las demás comparaciones a pares (I-J), tienen 
valores de significación menores a 0.05 por lo que las diferencias son significativas. 
‡ Valor de significación de la prueba cercano al límite establecido α=0.05 
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Figura 15. Comparación del área de los halos H5 de diferentes concentraciones de RL a 
diferentes tiempos de incubación. Barras verticales indican la desviación estandar de cada 
punto. 
 
Al calcular el ratio RL:CTAB (Tabla 8) en los puntos de “equilibrio” se encontró que 
no parecía guardar una relación equimolar (1:1) ni tampoco un ratio molar constante, 
sino más bien un ratio variable dependiente de la concentración. 
 
Tabla 8. Cálculo del ratio molar RL:CTAB en los halos formados con las diferentes 
concentraciones de RL. 
Concentración  
de RL (g/L) 
Área de 
H5 (cm
2
) 
Ratio 
RL:CTAB
c
 
3.125 0.635
b
 1.34 
6.25 1.185
b
 1.44 
12.5 2.014
b
 1.69 
25 3.601
a
 1.89 
50 5.796
a
 2.35 
100 7.407
a
 3.68 
200 9.421
a
 5.78 
a. Promedio de las áreas de los halos obtenidos a las 48h+R. 
b. Promedio de las áreas de los halos de todos los tiempos al 
alcanzar el equilibrio. 
c. Asumiendo el P.M. promedio del RL como 650.795 g/mol y del 
CTAB como 364.45 g/mol. 
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En relación con el efecto de la incubación en frío (+R), la prueba ANOVA (Tabla 9) 
y la prueba post-hoc HSD de Tukey (Tabla 10) mostraron que no existían diferencias 
significativas entre los tiempos 24h (24 horas a 35°C sin refrigeración) respecto a 
12h+R (12 horas a 35°C seguidas de 24 horas de refrigeración), pero sí respecto al 
mismo periodo pero con refrigeración (24h+R).  
Tabla 9. Valores de significación de la prueba ANOVA para comparar el efecto de la 
incubación 4°C por 24h (+R). Comparación de los tratamientos 24h, 12h+R y 24h+R. 
Concentración 
de RL (g/L) 
ANOVA 
sig. 
3.125 0.281 
6.25 0.970 
12.5 0.232 
25 0.013* 
50 0.000* 
100 0.000* 
200 0.001* 
* Diferencias significativas (α=0.05) 
 
Tabla 10. Resultados de la prueba post-hoc HSD de Tukey para comparación a pares (I-J) 
de los tratamientos 24h, 12h+R y 24h+R. 
(I) (J) 
Concentración de RL (g/L) 
3.125 6.25 12.5 25 50 100 200 
24h 12h+R 0.269 0.988 0.995 0.942 0.065 0.851 0.751 
24h 24h+R 0.860 0.968 0.271 0.017* 0.000* 0.000* 0.002* 
+R: 24 horas de refrigeración (post-incubación a 4°C) 
* Diferencias significativas (α=0.05) 
 
Entre los halos de las placas de 24 horas con refrigeración (24h+R) se observa un 
incremento en el área de entre 24.1% y 27.1% dependiendo de la concentración de RL 
respecto a los halos de las placas de 24 horas sin refrigeración (24h). 
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Figura 16. Gráfico comparativo entre el área de los halos de las placas con 24 horas en frío 
(12h+R y 24h+R) y las no refrigeradas (24h). Barras verticales indican la desviación 
estandar de cada punto. 
 
En términos cualitativos, el frío ocasiona que el color azul de los halos de 
acomplejamiento se intensifique (Figura 17); así mismo, la desaceleración de la 
difusión del RL permite que los halos de precipitación se separen y definan mejor 
(Figura 18), haciéndose distinguibles algunos halos intermedios (HX.5) (Tabla 1). 
 
Figura 17. Halo de acomplejamiento sin refrigeración (izquierda) y luego de 24 horas de 
incubación a 4°C (derecha). Nótese el incremento en el tamaño del halo y la intensificación 
del color azul. 
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Figura 18. Halos de precipitación obtenidos antes de la refrigeración (izquierda) y luego de 
la refrigeración (derecha). Nótese la mejor separación de los halos y la formación de nuevos 
márgenes. 
 
5.6. Evaluación del efecto de la concentración de CTAB en el agar 
En general cuanto mayor es la concentración de CTAB, menor es el tamaño de los 
halos (Figura 19); no obstante, los halos que se forman se aprecian más definidos y 
nítidos. Por el contrario, concentraciones más bajas de CTAB generan halos más 
grandes pero tienden a ser más difusos y tenues; en el caso de las placas con 0.05 g/L 
de CTAB, los halos se observan demasiado difusos para poder siquiera ser medidos 
con precisión. 
En todas las concentraciones el comportamiento de la curva parece ser la misma 
descrita anteriormente (ver 5.2); pero cuanto mayor es la concentración de CTAB en el 
medio, el punto de quiebre pareciera desplazarse ligeramente hacia la derecha (hacia 
una mayor concentración de RL). 
24h 24h+R 
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Figura 19. Gráfico del área de los halos H5 en placas de agar CTAB/MB con diferentes 
concentraciones de CTAB. Líneas indican los puntos de quiebre (BP) aproximados. Barras 
verticales indican la desviación estandar de cada punto. 
 
 
Figura 20. Gráfico del área de los halos H5 en placas de agar CTAB/MB con diferentes 
concentraciones de CTAB. Detalle de las concentraciones de RL menores a 100 g/L. Barras 
verticales indican la desviación estandar de cada punto. 
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Un hallazgo importante respecto al tamaño de los halos, es que la variación en las 
áreas no es proporcional al cambio en el contenido de CTAB del medio: el incremento 
entre área de los halos de las placas de 0.3 g/L CTAB y respecto a las de 0.4 g/L, varía 
entre 7.85% y 54.02% dependiendo de la concentración de RL; entre las de 0.2 g/L 
respecto a las 0.3 g/L, la variación está entre 17.20% y 30.80%; y entre las 0.1 g/L 
respecto a las 0.2 g/L, el incremento oscila entre 23.58% y 68.02%. 
5.7. Selección de cepas de Pseudomonas productoras de RL 
Luego de la reactivación de las cepas aisladas de ambientes contaminados con 
petróleo pertenecientes al banco de cepas del laboratorio, se obtuvo un total de 2517 
cepas viables; considerando que del cepario original de 2488 cepas, 516 eran no 
viables y 492 se disociaron. La preselección dio como resultado que 749 cepas (30%) 
eran posibles Pseudomonas (crecen sobre agar Cetrimide), de las cuales, un tercio 
eran productoras de biosurfactantes.  
 
Figura 21. Proporción de cepas reactivadas que pertenecen al género Pseudomonas y que 
son productoras de RL. 
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De las cepas productoras la gran mayoría era de producción media o baja, 
mientras que apenas el 8.37% eran relativamente buenos productores (Figura 22). 
Tras la segunda selección en CTAB/MB con 48 horas de incubación de las 12 mejores 
productoras del lote anterior, se obtuvo que las cepas presentan niveles de producción 
de RL relativamente cercanos (Figura 23). Las 3 mejores productoras (IIBT1-1, IIIT1P2 
y 6K11) poseen niveles de producción estadísticamente iguales (Tabla 11) y muy 
cercanos a 25 g/L (haciendo la correlación con el control, asumiendo que en ese rango 
de concentración de RL, las áreas de los halos presentan un comportamiento 
prácticamente lineal), adicionalmente su producción era estadísticamente semejante 
con las 3 siguientes mejores productoras: T2X-2, IIPKA4-1b y 2K-6[i]. 
 
 
Figura 22. Distribución de las cepas pertenecientes al género Pseudomonas en relación al 
área de sus halos tras la primera etapa de selección. 
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Figura 23. Área de los halos formados por las 12 cepas con mayor producción de RL en 
placas de agar CTAB/MB tras la segunda etapa de selección. Comparación con una 
solución de 25 g/L de RL purificado (gris) y las cepas control Pseudomonas aeruginosa 
PB25 (morado) y P, aeruginosa ATCC 9027 (naranja). Barras verticales indican la 
desviación estandar de cada punto. 
 
Tabla 11. Resultados de la prueba post-hoc HSD de Tukey para comparación a pares (I-J) 
de las 12 mejores cepas productoras de RL obtenidas del primer screening en relación a las 
3 mejores productoras de la última prueba realizada. 
Cepas 
productoras 
de RL 
3 mejores cepas 
IIBT1-1 IIIT1P2 6K11 
IIBT1-1 - 1.000* 1.000* 
IIIT1P2 1.000* - 1.000* 
6K11 1.000* 1.000* - 
T2X-2 0.185* 0.273* 0.664* 
IIPKA4-1b 0.071* 0.115* 0.395* 
2K-6 [i] 0.037 0.062* 0.256* 
PB25 0.001 0.002 0.013 
4B7(7) 0.000 0.000 0.001 
2K-6 [f] 0.000 0.000 0.000 
3BH-13 0.000 0.000 0.000 
IB4 0.000 0.000 0.000 
3BH10 0.000 0.000 0.000 
ATCC 9027 0.000 0.000 0.000 
4B7 0.000 0.000 0.000 
* Sin diferencias significativas (α=0.05)  
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VI. DISCUSIÓN DE RESULTADOS 
 
6.1. Nuevo método de revelado de las placas 
Con el método convencional, la producción de ramnolípidos se verifica mediante la 
formación de halos azules alrededor de las colonias/pocillos. La formación de estos 
halos posiblemente se deba a la interacción iónica y acomplejamiento entre RL, CTAB 
y MB, y a una posible interacción redox con el MB (lo que le da el color azul 
característico); no obstante, el mecanismo exacto aún no ha sido dilucidado. 
Los RL son de alguna manera moléculas complejas, por lo que la formación del 
complejo CTAB/MB-RL no lo inmoviliza totalmente y el RL puede seguir difundiendo, 
por lo tanto el tamaño de los halos dependerá del momento exacto en el cual son 
medidos, es por eso que aparenta que estar en un estado transicional tiempo-
dependiente (Pinzon & Ju, 2009a). 
Mientras el método original simplemente verifica la formación de halos azules 
alrededor de las colonias/pocillos, muchas veces es difícil distinguir los bordes o los 
halos en sí; el nuevo método hace que los halos sean más fáciles de observar y de 
medir. Este nuevo método de revelado se basa en hacer precipitar los ramnolípidos 
previamente acomplejados dentro de los halos mediante la disminución del pH. El pKa 
de los RL está alrededor de 4.28~5.50 dependiendo de su estructura predominante y 
su concentración (Lebrón-Paler, et al., 2006). A pH bajo, los RL pierden su carga 
negativa y se rompen las interacciones electrostáticas del CTAB/MB-RL. A pH incluso 
menor (<2), el exceso de H+ parece también alterar la interacción RL-agua, por lo que 
el RL pierde afinidad por el agua y precipita formando halos blancos (Figura 3). 
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La precipitación del RL presenta algunas ventajas frente a la técnica convencional: 
En primer lugar, el hecho de precipitar el RL lo hace insoluble y lo inmoviliza de forma 
efectiva, por lo que es posible controlar con mayor precisión el tiempo de migración del 
complejo. En segundo lugar, con la técnica convencional, muchas veces es difícil 
distinguir los halos dado que ocasionalmente se muestran transparentes o difusos, y en 
ocasiones la producción de los pigmentos difusibles propios de Pseudomonas dificulta 
aún más la observación de los halos (Pinzon & Ju, 2009b). El nuevo método hace que 
los halos sean más fáciles de observar y de medir; además, la disminución del pH hace 
que el agar sea más transparente debido a la reducción del azul de metileno. 
Por otra parte, este método permite la observación de un nuevo patrón de halos 
nunca antes visto o descrito. Usando la técnica convencional, hasta el momento se han 
descrito tan sólo 5 zonas en los halos (Pinzon & Ju, 2009a); mientras que con la nueva 
técnica se ha podido visualizar y describir hasta 11 zonas dentro de los halos. Este 
patrón particular de halos podría corresponder a diferentes grados de interacción entre 
el CTAB y los diferentes tipos de RL; no obstante, son necesarios mayores estudios 
para poder determinarlo con seguridad. De hecho, el área de las capas internas (H2, 
H3) y las capas intermedias (HX.5) tienden a variar dependiendo de la cepa y de las 
condiciones del proceso de producción y purificación del RL, por lo que se podría 
suponer que la formación y tamaño de dichas capas está relacionado a las estructuras 
predominantes que componen la mezcla de RL inoculado. Estructuras diferentes 
presentan pesos moleculares diferentes y dominios de interacción 
hidrofóbica/hidrofílica diferente (Figura 24), por lo que es de suponer que presenten 
comportamientos migratorios diferentes. 
En términos prácticos, la medición de los halos internos no es totalmente 
conveniente debido a la variabilidad que presentan, por ello es preferible la medición 
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del halo externo (H5) ya que es el único del que se tiene certeza de su presencia y 
tamaño. 
    
 
 
Figura 24. Estructura molecular de un mono-RL y di-RL (arriba), CTAB (centro) y azul de metileno en 
sus diferentes estados de oxidación (abajo). Recuadro rojo para regiones hidrofóbicas, recuadro azul 
para regiones hidrofílicas y círculos verdes para residuos capaces de formar interacciones iónicas. 
 
6.2. Relación entre concentración de RL y área de los halos 
La medición inicial de las áreas de los halos y la gráfica de sus promedios mostró 
una curva claramente no-lineal con un punto de quiebre alrededor de 75 a 100 g/L de 
concentración de RL. Este resultado refuta la aparente linealidad entre la concentración 
de RL y las áreas de los halos propuesta inicialmente por Siegmund & Wagner (1991) y 
luego por Pinzon & Ju (2009a); aunque estos últimos posteriormente se rectificaron al 
manifestar dificultades para correlacionar cuantitativamente de forma precisa ambas 
variables. 
La difusión del RL parece ser dependiente de su concentración: difunde a través 
del agar hasta que la formación del complejo CTAB/MB-RL ralentiza su migración. 
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Cuando la concentración de RL se incrementa y sobrepasa la concentración “crítica” 
(punto de quiebre), la difusión del RL (o del complejo CTAB/MB-RL) se desacelera 
todavía más. 
Este resultado podría explicarse por la naturaleza compleja de la interacción entre 
el RL, el CTAB y el MB, pues ya no sólo se trataría de una interacción del tipo par-
iónico. Más aún, la interacción hidrofóbica CTAB-RL y RL-RL tendría que ser tomada 
en cuenta también: en concentraciones altas de RL, es probable que la interacción 
hidrofóbica domine sobre las interacciones hidrofílicas (con el agua) e iónicas (con el 
CTAB/MB); como resultado, las moléculas presentan comportamientos diferentes y por 
lo tanto velocidades de migración diferentes. 
 
Figura 25. Gráfico del área de los halos de precipitación en placas de agar CTAB/MB. Ubicación 
aproximada de los puntos de quiebre (BP) y fórmulas de regresión de cada segmento. Barras verticales 
indican la desviación estandar de cada punto. 
 
Dado que la curva no se ajusta a ningún sistema de regresión simple, 
matemáticamente sería necesario aplicar una técnica de regresión segmentada (Figura 
25) con varios puntos de quiebre (BP: breakpoint) y un sistema de ecuaciones de al 
y = 0.0089x + 3.6518 
R² = 1 
y = -0.0006x2 + 0.0998x - 0.382 
R² = 1 
y = 1.3995ln(x) - 2.0331 
R² = 1 
y = -0.0001x3 + 0.0065x2 - 0.0131x + 0.1 
R² = 1 
0
1
2
3
4
5
6
7
8
0 100 200 300 400
Á
re
a 
d
e
 lo
s 
h
al
o
s 
(c
m
2
) 
Concentración de RL (g/L) 
Halo 5 (externo)
BP2 BP3 BP1 
51 
 
menos 3 o 4 elementos (Ecuación 2). Pero, en términos prácticos, el hecho de 
presentar un comportamiento variable y un patrón de migración de dicha naturaleza, 
dificulta una correlación precisa entre las áreas de los halos y la concentración de RL. 
Esto obliga a requerir de otra técnica de cuantificación para un análisis cuantitativo más 
fino. No obstante, dado que la curva siempre tiene una tendencia ascendente, aún es 
útil como método de screening semi-cuantitativo, ya que si bien no es posible 
determinar de manera precisa cuánto RL se ha producido, aún es posible comparar y 
distinguir cepas con productividad significativamente diferentes bajo condiciones 
similares.  
Ecuación 2. Ejemplo de un sistema de ecuaciones que concuerda con la curva del área de 
los halos H5. 𝒇(𝒙): Área de los halos (cm2); 𝒙: Concentración de RL (g/L). 
𝑓(𝑥) = {
−0.0001𝑥3 + 0.0065𝑥2 − 0.0131𝑥 + 0.1000, 0 < 𝑥 ≤ 25
−0.0005𝑥2 + 0.0930𝑥 − 0.2799, 25 < 𝑥 ≤ 75
1.3995 ∙ ln⁡(𝑥) − 2.0331, 75 < 𝑥 ≤ 150
0.0089𝑥 + 3.6518, 150 < 𝑥 ≤ 400
 
6.3. Evaluación del efecto del azul de metileno en el agar 
El azul de metileno (MB) es un componente catiónico clave en la técnica 
convencional ya que la producción de RL se verifica mediante de la formación de los 
halos azules característicos. El sutil cambio del color azul en el agar posiblemente se 
deba a la ligera variación de la absorbancia del azul de metileno luego de la formación 
el complejo CTAB/MB-RL (Pinzon & Ju, 2009a) o a un cambio redox del MB; no 
obstante el mecanismo aún no se ha dilucidado por completo. 
Con la nueva técnica de revelado, no es estrictamente primordial que se visualicen 
los halos de color azul, dado que con el uso de HCl el color azul finalmente se pierde o 
se oculta tras los halos de precipitación opacos. Si bien podría pensarse que el uso del 
MB podría ser no del todo necesario; la verdad es que se ha podido observar que los 
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halos de precipitación que se forman en las placas sin MB se muestran difusos, 
llegando al punto que a veces ni siquiera se distinguen ni se diferencian los halos 
internos (Figura 9). La importancia del MB, pues, no sólo radica en la formación de 
color sino también en la formación del propio complejo CTAB/MB-RL que ralentiza la 
migración del CTAB, lo que verifica la importancia del uso del MB en la técnica tanto la 
convencional como la modificada. 
6.4. Influencia del diámetro de los pocillos y el volumen de inóculo 
Dado que no se encontraron diferencias significativas en el área de los halos en 
relación al tamaño de los pocillos para un mismo volumen de inóculo (10 µl), se llegó a 
la conclusión que es más conveniente el trabajo con un diámetro de 5.5 mm, ya que es 
más sencillo trabajar con pocillos de mayor tamaño, tanto al momento de hacer las 
perforaciones como al momento de la inoculación. Así mismo, los pocillos de mayor 
tamaño permiten la inoculación de mayor cantidad de volumen sin que se derrame 
accidentalmente líquido fuera del pocillo. 
Por su parte, la prueba de regresión lineal del área de los halos respecto al 
volumen del inóculo, mostró un parámetro R2 por encima de 0.96 lo que indica una 
aparente relación lineal. No obstante, a mayores concentraciones y mayores 
volúmenes, una distorsión en las curvas se hace evidente, lo que concuerda con el 
particular comportamiento de la migración de los RL descrito anteriormente en relación 
a su concentración (ver 5.2). Se estableció como volumen ideal 20 µl para los pocillos 
de 5.5 mm de diámetro ya que es un volumen significativo para trabajar y reduce 
ligeramente la distorsión que podría ser causada por el aumento de la cantidad de RL. 
En relación a la equivalencia de cantidad de RL inoculado con respecto al 
volumen, el hecho de encontrar diferencias significativas entre las medias de las área 
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de los halos H3, H3.5, H4 y H5 de diferentes inóculos cuyo contenido de RL 
(concentración × volumen) era supuestamente el mismo, indica que la migración de los 
RL está más en función de su concentración a determinado volumen y no a su cantidad 
neta (masa o moles) y que el tamaño del halo está más influenciado por la 
concentración de RL que por el volumen inoculado.  
6.5. Evaluación del tiempo de incubación y del efecto del frío 
El tiempo de incubación de las placas es determinante en el tamaño de los halos. 
Anteriormente ya se había descrito la difusión de los RL como un estado transicional 
tiempo-dependiente (Pinzon & Ju, 2009a). Las gráficas (Figura 13 y Figura 14) 
muestran que a mayor tiempo de incubación mayor tamaño alcanzan los halos; sin 
embargo, los resultados de esta prueba también muestran que existe la posibilidad que 
haya un “área de máxima migración” donde la inmovilización de los ramnolípidos es 
total. 
La difusión del RL parece ser proporcional al tiempo de incubación pero 
dependiente de la concentración de RL (Figura 15) ya que las concentraciones más 
altas tienden a migrar más rápido en un tiempo determinado. Luego, la velocidad de 
difusión pareciera experimentar una ligera desaceleración en el momento que el área 
del halo se acerca a su “máximo”, momento en que finalmente la difusión 
aparentemente se detiene. 
El RL de las concentraciones más bajas (3.125; 6.25 y 12.5 g/L) aparentemente 
logra quedar inmovilizado dentro de las 12 horas de incubación a 35°C y 24 horas a 
4°C (12h+R), alcanzando una supuesta relación lineal entre la concentración del RL y 
el área de los halos formados; a diferencia del RL de las concentraciones mayores a 
25 g/L el cual no logra siquiera acercarse a punto de inmovilización en el tiempo 
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máximo programado en el experimento (96h+R: 96h a 35°C y 24h a 4°C); es por ello 
que se sospecha que las concentraciones más altas requerirían progresivamente de 
muchísimo mayor tiempo para alcanzar sus respectivas “áreas de máxima migración”. 
Teniendo en cuenta esto, no resulta práctico intentar incubar las placas por tantos días 
ya que el tiempo invertido sería excesivo y adicionalmente el agar se deshidrataría 
demasiado, afectando notablemente la eficacia de la prueba. 
Por otra parte, es probable que las aparentes “áreas de máxima migración” estén 
relacionadas al contenido de CTAB en las placas; no obstante, al calcular el ratio 
RL:CTAB de dichos puntos (Tabla 8) se encontró que no parecía guardar una relación 
equimolar (1:1) ni tampoco un ratio molar constante, sino más bien un ratio variable 
dependiente de la concentración de RL. Este resultado concuerda con lo obtenido por 
Pinzon y Ju (2009a) al calcular los ratios de acomplejamiento molar (molar 
complexation ratio) RL:CTAB+MB de los halos obtenidos a 48 horas de incubación, lo 
que una vez más representa una dificultad para poder correlacionar cuantitativamente 
el área de los halos y la concentración de RL. 
En términos prácticos, el tiempo de incubación ideal sería de 48 horas ya que es el 
mínimo tiempo necesario para que por lo menos las concentraciones menores a 25 g/L 
alcancen su “áreas de máxima migración” o estén muy cercanos a este; lo que nos 
asegura que los halos formados en dichas concentraciones de RL hayan alcanzado su 
tamaño máximo aparente y de esa forma poder reducir un poco la variación causada 
por el tiempo de incubación variable y contrarrestar de alguna manera el estado 
transicional tiempo-dependiente del RL a concentraciones menores a 25 g/L. Esto es 
de utilidad si se quiere utilizar la técnica como método de screening semi-cuantitativo 
ya que permitiría la estimación de la concentración de RL producido por las cepas en 
un tiempo determinado siempre y cuando no supere los 25 g/L. Afortunadamente, la 
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producción de RL de las cepas silvestres recién aisladas por lo general está muy por 
debajo de los 25 g/L de RL cuando se utiliza glicerol como fuente de carbono: en 
promedio la producción de una cepa considerada buena productora ronda los 5–12 g/L 
(Giraldo, 2012; Wei, et al., 2005; Chen, et al., 2007; Rahman, et al., 2002; Pinzon, 
2009; Santos, et al., 2002; Onwosi & Odibo, 2012; Centeno da Rosa, et al., 2010; Wu, 
et al., 2008; Syldatk, et al., 1985); aunque también se ha reportado más de 100 g/L de 
producción, eso se logra en cultivos optimizados y/o con otras fuentes de carbono 
(Abdel-Mawgoud, et al., 2011). 
En relación con el efecto de la incubación en frío, los resultados de la prueba 
ANOVA (Tabla 9) y la prueba post-hoc HSD de Tukey (Tabla 10) mostraron que el RL 
sigue difundiendo a pesar que la temperatura disminuye, pero lo hace a menor 
velocidad, por lo que aproximadamente 12 horas a 35°C equivaldrían a 24 horas en frío 
(4°C). En términos cualitativos, la post-incubación a 4°C presenta también ventajas 
adicionales, ya que no sólo intensifica el color azul de los halos de acomplejamiento 
(Gunther IV, et al., 2005; Pinzon & Ju, 2009a); sino que ayuda a separar y definir mejor 
los halos de precipitación, permitiendo diferenciar algunos halos intermedios. 
6.6. Evaluación del efecto de la concentración de CTAB en el agar 
Respecto a la variación de la concentración de CTAB en el agar, se obtuvieron 
resultados semejantes a los obtenidos por Pinzon y Ju (2009a); aunque a diferencia de 
ellos, con la nueva técnica de revelado sí fue posible detectar RL con concentraciones 
menores a 50 g/L para placas con CTAB a 0.4 g/L y 0.3 g/L. 
En general, cuanto mayor es la concentración de CTAB, menor es el tamaño de 
los halos y la capacidad de discriminación entre concentraciones de RL cercanas 
disminuye; no obstante, los halos que se forman se aprecian más definidos y nítidos. 
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Por el contrario, concentraciones más bajas de CTAB permiten mejor discriminación 
para concentraciones de RL más pequeñas, pero los halos tienden a ser más difusos y 
tenues, sobre todo para las concentraciones más altas de RL. 
El aparente desplazamiento hacia la derecha del punto de quiebre (hacia una 
mayor concentración de RL) conforme aumenta la concentración de CTAB en el medio, 
podría ser un posible indicio de la existencia de un punto de saturación del CTAB y que 
el cambio en el comportamiento de la velocidad de difusión del RL estaría relacionado 
con el contenido de CTAB del medio y por lo tanto con la interacción RL-CTAB. 
Un hallazgo importante respecto al tamaño de los halos, es que la variación en las 
áreas no es proporcional al cambio en el contenido de CTAB del medio, este resultado, 
concordaría con el hecho que el ratio RL:CTAB no es constante. Este hecho evidencia 
que la concentración del CTAB es una variable importante a tener en cuenta ya que 
afecta directamente la difusión del RL. Dado que el número de moléculas de cada 
especie que interviene en el complejo y el número de interacciones que se dan es 
difícil de estimar en un momento dado, se vuelve muy complicado establecer una 
correlación exacta entre contenido de CTAB en el agar y tamaño de los halos formados 
a determinada concentración de RL; lo más práctico en este caso sería establecer la 
concentración de CTAB en un valor constante y ajustar los demás parámetros de la 
técnica en función de eso. 
Para efectos de la aplicación de la técnica se vio conveniente la utilización de 
CTAB a una concentración de 0.2 g/L, coincidentemente la misma concentración que 
originalmente emplearon Siegmund y Wagner (1991), ya que logra un equilibrio entre 
capacidad de discriminación a concentraciones más bajas de RL, y la nitidez y 
definición de halos formados. 
 
57 
 
6.7. Parámetros ideales de trabajo con el método del agar CTAB/MB 
Debido a la dificultad de correlacionar de forma precisa la concentración de RL y el 
área de los halos formados podría decirse que el método de agar CTAB/MB no es muy 
apropiado para un análisis cuantitativo fino de la producción de RL. La difusión del RL 
no parece tener un comportamiento simple y existen numerosos factores que afectan la 
velocidad de migración del RL y el área final de los halos, tales como la concentración 
del CTAB, concentración del RL que difunde, la cantidad de moléculas involucradas en 
el complejo CTAB/MB-RL, el espesor del agar, el tiempo de incubación, la temperatura 
de incubación, etc. Pinzón y Ju (2009a) llegaron a una conclusión similar pero por 
motivos diferentes luego de analizar otras variables y presentárseles otros problemas. 
A pesar de todo, esta técnica todavía es muy útil para una pre-selección semi-
cuantitativa de cepas productoras de RL. Dadas las características de la técnica, si 
bien no es posible determinar de manera precisa cuánto RL se ha producido, aún es 
posible diferenciar cepas con productividad significativamente diferentes bajo 
condiciones similares; aunque la técnica aún no es “suficientemente cuantitativa” para 
lograr discriminar con precisión cepas con productividad similar. 
En términos prácticos, los valores de las variables analizadas independientemente 
que dieron como resultado una mejor resolución y definición de los halos formados, se 
establecieron en 5.5 mm de diámetro del pocillo, 20 µl de inóculo, 48 horas de 
incubación a 35°C seguido de 24 horas a 4°C y 15 ml de agar por placa con 0.2 g/L de 
CTAB y 0.005 g/L de azul de metileno. Bajo esas condiciones existe un rango de 
concentraciones de RL (<25 g/L) donde las áreas de los halos presentan un 
comportamiento aparentemente lineal y donde la técnica podría ser aplicada como un 
método cuantitativo de forma efectiva; afortunadamente, la producción de RL de la 
gran mayoría de cepas silvestres no sobrepasa ese rango a las condiciones de cultivo 
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establecidas en este trabajo si se utiliza glicerol como fuente de carbono. Si además se 
hace uso de controles positivos y negativos (soluciones patrón de RL), podría 
corregirse las variaciones causadas por factores intrínsecos a cada prueba y cada 
réplica que son difíciles de controlar con precisión (humedad de la placa, profundidad 
exacta del agar, etc.). 
6.8. Selección de cepas de Pseudomonas productoras de RL 
Tras la reactivación de las cepas aisladas de ambientes contaminados con 
petróleo no es sorpresiva la presencia de un gran número de Pseudomonas, ya que 
este género representa uno de los principales grupos de bacterias degradadoras de 
hidrocarburos; y de hecho, constituyen el grupo de bacterias mejor conocidas capaces 
de utilizar hidrocarburos como fuente de energía y producir biosurfactantes (Jahangeer 
& Kumar, 2013; Das & Mukherjee, 2006; Leahy & Colwell, 1990). 
Tras la aplicación de la técnica, se logró seleccionar a un grupo bastante reducido 
de cepas. De dicho grupo, las 3 mejores productoras (IIBT1-1, IIIT1P2 y 6K11) poseían 
niveles de producción estadísticamente iguales y estadísticamente semejantes a las 3 
siguientes mejores productoras T2X-2, IIPKA4-1b y 2K-6[i]. A este nivel, si se desease 
seleccionar solamente a “la mejor” productora sería necesario la aplicación de algún 
otro método cuantitativo más exacto y/o la evaluación de otros parámetros como 
velocidad de crecimiento o rendimiento en función del sustrato. No obstante, La 
aplicación de esta técnica (con la modificación ya mencionada) permitió reducir el 
número candidatos de 2517 cepas potenciales a tan solo 3 cepas superproductoras 
(0.12%) a pesar de las limitaciones matemáticas. Este hecho confirma la utilidad y 
capacidad del método del agar CTAB/MB modificado como una buena técnica de 
screening inicial para cepas de Pseudomonas spp. productoras de ramnolípidos.  
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VII. CONCLUSIONES  
 
 Este trabajo evidencia nuevamente que el método de agar CTAB/MB no posee un 
carácter suficientemente cuantitativo que permita correlacionar de forma precisa la 
concentración de RL y el área de los halos. 
 Esta técnica todavía es muy útil para una pre-selección semi-cuantitativa de cepas 
productoras de RL. Dadas las características de la técnica es posible diferenciar 
cepas con productividad significativamente diferentes bajo condiciones similares. 
 Los valores de las variables analizadas que independientemente resultaron en una 
mejor resolución y definición de los halos formados, se establecieron en 5.5 mm de 
diámetro del pocillo, 20 µl de inóculo, 48 horas de incubación a 35°C seguido de 24 
horas a 4°C y 15 ml de agar por placa con 0.2 g/L de CTAB y 0.005 g/L de azul de 
metileno. 
 Se desarrolló un nuevo método de revelado del RL: la disminución del pH usando 
HCl precipita el RL dentro de los halos y los hace más fáciles de distinguir y medir 
en comparación con el método original. Este nuevo método de revelado ha 
permitido la observación de un nuevo patrón de halos alrededor de los pocillos que 
presenta hasta 11 zonas distinguibles. 
 La modificación de la técnica del agar CTAB/MB propuesta en este trabajo, facilita la 
aplicación de la misma como método de screening inicial para cepas de 
Pseudomonas spp. superproductoras de ramnolípidos; haciendo uso de esta técnica 
se logró detectar 3 cepas superproductoras dentro de un pool de 2517 cepas.  
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VIII. RECOMENDACIONES 
 
Un hecho que dificulta la optimización de esta técnica, es que aún se desconoce el 
mecanismo exacto de la formación del complejo CTAB/MB-RL, la composición exacta 
de dicho complejo y la naturaleza de sus interacciones. Debido a ello, tampoco es 
posible deducir con certeza la naturaleza ni la composición de los nuevos halos 
descubiertos tras la aplicación del nuevo método de revelado; no obstante, este 
hallazgo podría representar un punto de partida para futuras investigaciones: si se 
logra determinar la composición de los diferentes halos de precipitación formados 
podría contribuir a dilucidar finalmente la naturaleza del complejo CTAB/MB-RL. 
Otro detalle importante a tomar en cuenta es que los RL producidos por una cepa 
son en realidad una mezcla de diversos tipos y variantes de RL. Actualmente, la 
técnica del agar CTAB/MB no tiene la capacidad de distinguirlos (y en realidad la única 
forma de determinarlo en la actualidad es mediante técnicas sofisticadas de 
cromatografía y/o espectrometría) pero si se lograse determinar que los diferentes 
halos de precipitación corresponden efectivamente a diferentes tipos de RL, esta 
simple modificación a la técnica podría simplificar el trabajo de caracterización de los 
RL producidos por una cepa. 
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X. ANEXOS 
 
Tabla 12. Valores de significación de la prueba de Levene para igualdad de varianzas entre el 
área de los halos de los pocillos de 3.5 mm y 5.5 mm de diámetro con 10 µl de diferentes 
concentraciones de RL. 
Halos 
Concentración de RL (g/L) 
100 50 25 
H2 0.171 0.243 0.64 
H3 0.812 0.056 - 
H3.5 0.651 - - 
H4 0.954 0.132 0.368 
H5 0.385 0.090 0.139 
* Diferencias significativas (α=0.05) 
 
Tabla 13. Valores de significación de la prueba de Shapiro-Wilk para distribución normal del 
área de los halos de los pocillos de 3.5 mm y 5.5 mm de diámetro. 
Concentración  
de RL (g/L) 
Ø 5.5 mm  Ø 3.5 mm 
10 µl 20 µl 30 µl 40 µl 50 µl  10 µl 
100 H2 0.588 0.710 0.531 0.233 0.596  0.522 
 
H3 1.000 0.795 0.211 0.342 0.349  0.177 
H3.5 0.928 0.227 0.703 0.604 0.502  0.574 
H4 0.962 0.218 0.862 0.451 0.440  0.271 
H5 0.245 0.137 0.690 0.992 0.727  0.741 
50 H2 0.980 0.593 0.245 0.230 0.622  0.517 
 
H3 0.206 0.788 0.245 0.552 0.925  0.186 
H3.5 - - 0.548 0.204 0.738  - 
H4 0.380 0.533 0.266 0.069 0.739  0.467 
H5 0.602 0.607 0.573 0.310 0.702  0.515 
25 H2 0.964 0.407 0.736 0.756 0.659  0.812 
 
H3 - 0.955 - - -  - 
H4 0.676 0.384 0.157 0.585 0.514  0.407 
H5 0.194 0.372 0.537 0.156 0.272  0.702 
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Tabla 14. Valores de significación de la prueba de Levene para igualdad de varianzas entre el 
área de los halos de los inóculos con el mismo contenido de RL. 
Inóculos 
20 µl x 25 g/L 
vs. 
10 µl x 50 g/L 
10 µl x 100 g/L 
vs. 
20 µl x 50 g/L 
40 µl x 25 g/L 
vs. 
20 µl x 50 g/L 
40 µl x 25 g/L 
vs. 
10 µl x 100 g/L 
20 µl x 100 g/L 
vs. 
40 µl x 50 g/L 
Contenido 
de RL (mg) 
0.5 1 1 1 2 
Halo H2 0.463 0.113 0.284 0.385 0.055 
 
H3 0.447 0.298 - - 0.102 
H3.5 - - - - 0.142 
H4 0.604 0.293 0.201 0.893 0.115 
H5 0.779 0.281 0.916 0.277 0.124 
* Diferencias significativas (α=0.05) 
Tabla 15. Valores de significación de la prueba de Shapiro-Wilk para distribución normal del 
área de los halos a diferentes tiempos de incubación. 
Concentración  
de RL (g/L) 
 Tiempos de incubación 
 24h 12h+R 24h+R 48h+R 72h+R 96h+R 
200  0.875 0.468 0.855 0.253 0.678 0.473 
100  0.741 0.130 0.180 0.477 0.441 0.123 
50  0.805 0.508 0.747 0.843 0.420 0.284 
25  0.603 0.238 0.377 0.461 0.373 0.620 
12.5  0.973 0.582 0.683 1.000 0.543 0.443 
6.25  0.747 0.743 0.510 0.981 0.493 0.608 
3.125  0.951 0.273 0.478 0.339 1.000 0.864 
+R: 24 horas de refrigeración (post-incubación a 4°C) 
Tabla 16. Valores de significación de la prueba de Shapiro-Wilk para distribución normal del 
área de los halos en placas con diferente concentración de CTAB. 
Concentración 
de RL (g/L) 
Concentración de CTAB (g/L) 
0.1 0.2 0.3 0.4 
400 0.549 0.881 0.132 0.359 
200 0.295 0.247 0.147 0.575 
150 0.565 0.873 0.170 0.874 
100 0.682 0.488 0.469 0.197 
75 0.444 0.801 0.594 0.451 
50 0.476 0.654 0.110 0.869 
25 0.341 0.812 0.767 0.113 
12.5 0.352 0.753 0.238 0.117 
6.25 0.362 0.844 0.849 0.260 
3.125 0.907 0.278 0.592 0.886 
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Tabla 17. Valores de significación de la prueba de Shapiro-Wilk para distribución normal del 
área de los halos de las cepas productoras de RL probadas en el agar CTAB/MB. 
Cepa 
Código de 
trabajo 
sig. 
ATCC 9027 9027 0.542 
IIPKA4-1b A2# 0.370 
3BH10 B17 0.998 
4B7(7) C11 0.896 
IB4 C9 0.654 
T2X-2 D3 0.633 
IIBT1-1 D3# 0.076 
2K-6 [f] N10f 0.977 
2K-6 [i] N10i 0.883 
3BH-13 N18 0.879 
4B7 N38 0.839 
6K11 N42 0.400 
PB25 PB25 0.786 
IIIT1P2 R48* 0.515 
 
 
